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1. Einführung  
1.1 Der Vektor Ixodes ricinus  
Zecken sind obligate Ektoparasiten, die bereits seit 200 Millionen Jahren existieren und 
weltweit zu den wichtigsten Überträgern von Krankheitserregern des Menschen zählen. Sie 
gehören zu den ältesten Arthropoden und bilden innerhalb der Klasse der Spinnentiere 
(Arachnida) und der Unterklasse der Milben/Zecken (Acari) eine Überfamilie (Ixodoidea). 
Es werden Lederzecken (Argasidae) und Schildzecken (Ixodidae) unterschieden, sowie die 
in Afrika vorkommende Familie Nuttalliellidae (einzige Art: Nuttalliella namaqua) (So-
nenshine, 1992). In Europa sind Lederzecken der Gattungen Argas und Ornithodorus so-
wie die Schildzecken Ixodes, Dermacentor, Haemaphysalis, Hyalomma und Rhipicephalus 
Vektoren und auch Reservoire verschiedener Krankheitserreger (Stanek, 2009). Innerhalb 
der Schildzecken existieren mehr als 300 Arten, von denen in Mitteleuropa der gemeine 
Holzbock (Ixodes ricinus) mit 90%-igem Anteil an der Gesamtpopulation am häufigsten 
vertreten ist (Eisen und Lane, 2002).  
Ixodes ricinus kommt vor allem in Parkanlagen, Laub- und Mischwäldern sowie an Wald-
rändern vor. Die Abundanz hängt von einer Vielzahl biotischer und abiotischer Faktoren 
ab (Randolph, 2001; Gray et al., 2002). Der Verlauf der Zeckenaktivität mit uni- oder 
bimodalem Aktivitätsmuster ist stark von den klimatischen Bedingungen bestimmt (Gray, 
1984; Eisen und Lane, 2002; Gray et al., 2009). In den letzten Jahren dehnte sich das Ver-
breitungsgebiet von I. ricinus zunehmend nach Norden aus, die vertikale Grenze des Vor-
kommens dieser Spezies stieg um mehrere hundert Meter und es traten Abweichungen der 
saisonalen Aktivitätsverläufe auf (Materna et al., 2005; Bennet et al., 2006; Dautel et al., 
2008; Gilbert, 2009). Auch andere Zeckenarten erweitern ihr Verbreitungsgebiet in Euro-
pa, z.B. Dermacentor spp., u.a. Vektoren für Rickettsien, Coxiellen und Babesien oder 
Hyalomma marginatum, Vektor des Krim-Kongo-hämorrhagischen Fieber Virus. Ursachen 
dieser Beobachtungen sind zum Teil die unvorhersehbaren Klimaveränderungen (Gray et 
al., 2009).  
Der Entwicklungszyklus der Schildzecken durchläuft 3 Stadien (Larve - Nymphe - adulte 
Zecke) und umfasst ein großes Wirtsspektrum von mehr als 300 Wirbeltierarten (Stanek, 
2009). Für den Übergang in das nächste Entwicklungsstadium ist jeweils eine Blutmahlzeit 
mit anschließender Häutung erforderlich (Abb. 1). Beim Saugakt können die Zecken Pa-





























Es gibt verschiedene zeitliche und räumliche Aspekte eines nicht systemischen Transmis-
sionsweges, also der Möglichkeit einer Zecke, ein Pathogen beim Saugen an einem Wirt 
aufzunehmen, ohne dass beim Wirtsorganismus eine systemische Infektion nachweisbar 
ist. Dabei kann eine Zecke ein Pathogen durch gleichzeitiges Saugen mit einer infizierten 
Abb. 1: 3-Wirt-Entwicklungszyklus von I. ricinus  
Larven bewohnen die unteren Vegetationsschichten bis zu einer Höhe von 20 cm und saugen v.a. an Kleinsäugern sowie an boden-
bewohnenden Vögeln und Reptilien. Nymphen sind in Vegetationsschichten von 30 bis 60 cm Höhe zu finden und bevorzugen mittel-
große Säugetiere und Vögel als Wirte. Die adulten Stadien halten sich in einer Höhe bis 150 cm auf, ihre Hauptwirte sind daher große 
Säugetiere wie Rotwild, Weidevieh oder Hunde. Weibliche Tiere benötigen zur Reproduktion eine dritte Blutmahlzeit; nach der 
Befruchtung legen die Weibchen etwa 3 000 Eier, aus denen sich erneut Larven entwickeln. Unter optimalen klimatischen Bedingun-
gen durchlaufen die Zecken den geschilderten Entwicklungszyklus in 3 Jahren, wobei jedes Entwicklungsstadium (Larve - Nymphe - 




Zecke (co-feeding) an einem Wirt erwerben, selbst wenn ein gewisser räumlicher Abstand 
zwischen beiden besteht. Dieser Weg der Übertragung ist typisch für virale Erreger wie das 
FSME-Virus, da infizierte Wirtszellen Viren im lymphatischen System transportieren kön-
nen. Bei einer Form des prolongierten co-feeding kann sich eine Zecke an einer lokalisier-
ten Saugstelle infizieren, an der ebenfalls eine infizierte Zecke saugt oder zuvor saugte, 
auch wenn sie den Wirt bereits wieder verlassen hat. Dieser Mechanismus ist z.B. für 
Borrelien nachgewiesen. Borrelien sind auf ihre eigene Motilität angewiesen, wodurch die 
Disseminierung mehr Zeit beansprucht (Montgomery und Malawista, 1994). Ideale Bedin-
gungen für den Übertragungsweg des co-feeding bestehen v.a. bei Kleinsäugern, bei denen 
zumeist eine große Anzahl Larven sowie einzelne Nymphen im Bereich der Ohren saugen 
(Randolph et al., 1996).  
Als Reservoirkompetenz bezeichnet man die Fähigkeit eines Wirtstieres, parasitierende 
Zecken zu infizieren. Die jeweiligen Pathogene müssen sich dazu im Wirt vermehren und 
zur Bakteriämie, Parasitämie bzw. Virämie führen. Es gibt verschiedene Möglichkeiten, 
eine Reservoirkompetenz nachzuweisen. Untersucht man Zecken und analysiert die Blut-
mahlzeit, lassen sich anhand der ebenfalls enthaltenen Wirts-DNA Rückschlüsse auf den 
Wirtsorganismus ziehen (Gray et al., 1999; Pichon et al., 2003). Die Xenodiagnostik er-
möglicht eine Untersuchung gesogener Zeckenlarven gleich im Anschluss an eine Blut-
mahlzeit an einem infizierten Wirtstier (Huegli et al. 2002; Hu et al. 2003). 
1.2 Zeckenassoziierte Pathogene  
1.2.1 Borrelia spp.  
Die Lyme Borreliose (LB) ist die häufigste durch Arthropoden übertragene Infektions-
krankheit in Europa und Nordamerika (Piesman und Gern, 2004; Wormser et al., 2006). 
Bereits Anfang des 20. Jahrhunderts beschrieb der schwedische Arzt Afzelius die Hauter-
scheinung Erythema migrans (EM) (Afzelius, 1921). Die Bezeichnung Lyme Borreliose 
geht auf Untersuchungen aus dem Jahr 1975 zurück, in denen Steere at al. Kinder mit 
Symptomen einer juvenilen rheumatoiden Arthritis und teilweise auch EM-ähnlichen 
Hauterscheinungen aus dem kleinen Ort Lyme in Connecticut untersuchten (Steere et al., 
1977). Willy Burgdorfer gelang schließlich 1982 die Isolierung der Spirochäten (Ordnung: 
Spirochaetales, Familie: Spirochaetaceae) aus Ixodes Zecken (Burgdorfer et al., 1982). Es 




charakterisiert (Rudenko et al., 2011). Borrelia caporalei, B. kurtenbachii und 
B. finlandensis sind als weitere Spezies vorgeschlagen (Kuzynski und Caporale, 2010; 
Margos et al., 2010; Casjens et al., 2011). Humanpathogenität ist bislang für B. burgdorferi 
(einzige Spezies in den USA), B. afzelii, B. garinii und B. bavariensis (früher B. garinii 
OspA-Typ 4) gesichert. Vereinzelt gelang auch der Nachweis von B. valaisiana, B. spiel-
manii, B. lusitaniae und B. bissettii in Patientenmaterial (Collares-Pereira et al., 2004; 
Fingerle et al., 2008; Rudenko et al., 2008; Margos et al., 2009). Die LB ist eine multisy-
stemische Erkrankung mit einer außerordentlichen Symptomvielfalt. Betroffen sind häufig 
Haut, Nervensystem, Bewegungsapparat und das Herz. Eine transovarielle Übertragung 
des Erregers tritt nur selten auf (<1%), so dass Larven vor der ersten Blutmahlzeit in der 
Regel nicht infiziert sind (Matuschka et al., 1992). Die Transmission der Borrelien über co-
feeding ist selbst an Wirtstieren zu beobachten, die keine Reservoirkompetenz besitzen 
(Gern und Rais, 1996). 
1.2.1 Anaplasma phagocytophilum  
In den letzten Jahren gewannen durch Zecken übertragene neue Infektionskrankheiten 
(emerging infectious diseases - EID) stark an Bedeutung. Zu der Gruppe verursachender 
Erreger zählen u.a. Anaplasma phagocytophilum, Rickettsia spp. der Zeckenbissfieber-
Gruppe, Babesia spp., Coxiella burnetii und Francisella tularensis. Viele Aspekte der 
durch EID hervorgerufenen Erkrankungen beim Menschen, einer suffizienten Diagnostik, 
aber auch ökologische Fragen der Reservoir-Spezifität, Wirtskompetenz und Interaktionen 
im Transmissionszyklus sind bisher nur unzureichend bekannt. 
1994 war der Erreger der humanen granulozytären Anaplasmose (HGA, früher auch als 
HGE - humane granulozytäre Ehrlichiose bezeichnet) erstmals im Blut von Patienten in 
Minnesota und Wisconsin nachweisbar (Bakken et al., 1994; Chen et al., 1994). Anaplas-
ma phagocytophilum (früher bekannt als Ehrlichia equi und E. phagocytophila) ist ein 
kleines (0,5-2,0 μm), pleomorphes, obligat intrazelluläres, gramnegatives Bakterium der 
Ordnung Rickettsiales (Familie: Anaplasmataceae). In den befallenen neutrophilen Granu-
lozyten bilden sich intrazytoplasmatische Mikrokolonien aus, aus denen die Erreger durch 
Zytolyse freigesetzt werden und weitere Zielzellen befallen können (Dumler et al., 2001). 
In Europa sind v.a. I. ricinus (Parola et al., 2005a) und seltener I. trianguliceps Vektoren 
(Bown et al., 2003); in den USA ist I. scapularis überwiegend an der Übertragung beteiligt 




ber, Myalgien und Kopfschmerzen, seltener Hautausschlag, Durchfall, Erbrechen und 
Atemprobleme. Die Mehrzahl der Infektionen verläuft inapparent; in 5-7% kann es aber 
auch zu einem schweren Verlauf mit toxischem Schock, Koagulopathie und atypischer 
Pneumonie kommen (Dumler et al., 2005). Anaplasmen werden nicht transovariell über-
tragen, so dass zur Aufrechterhaltung ihres Lebenszyklus Reservoirtiere (vermutlich Scha-
fe, Rotwild, Kleinsäuger) erforderlich sind (Dumler et al., 2005).  
1.2.3 Rickettsia spp.  
Der amerikanische Biologe Howard Ricketts beschrieb 1909 erstmals Rickettsien als Ursa-
che des Rocky Mountain Fleckfiebers und prägte damit den Namen des Erregers (Ricketts, 
1909). Die obligat intrazellulären gramnegativen Bakterien der Ordnung Rickettsiales (Fa-
milie: Rickettsiaceae) befinden sich frei im Zytoplasma oder im Zellkern. Die Einteilung 
des Genus Rickettsia erfolgt anhand phänotypischer und serologischer Eigenschaften in die 
Fleckfiebergruppe (TG - typhus group), Zeckenbissfiebergruppe (SFG - spotted fever 
group) und die Tsutsugamushi-Fieber-Gruppe (scrub typhus group) (Raoult und Roux, 
1997). Die SFG beinhaltet inzwischen mehr als 30 Spezies, von denen 15 als humanpatho-
gen gelten, 16 zählen zu den emerging pathogens (Parola et al., 2005b). Rickettsien befal-
len v.a. Endothelzellen kleiner und mittlerer Blutgefäße und verursachen dadurch eine 
Vaskulitis, die ein klassisches Merkmal einer zeckenassoziierten Rickettsiose ist (Parola et 
al., 2005b). Die Erreger sind weltweit verbreitet, Hauptvektoren in Europa sind I. ricinus, 
Dermacentor reticularis und D. marginatus. In Deutschland treten mindestens 5 humanpa-
thogene SFG-Rickettsien in Zecken auf: R. helvetica, R. monacensis, R. felis, R. slovacae 
und R. massiliae (Dobler und Wölfel, 2009). Die Bedeutung der Vertebraten als Reservoir 
ist noch nicht vollständig geklärt. Für einige Spezies, u.a. für R. slovacae, R. africae, 
R. parkeri, R. sibirica, R. rickettsii und R. helvetica, ist eine transovarielle und trans-
stadielle Übertragung nachgewiesen (Parola et al., 2005b). 
1.2.4 Babesia spp.  
Victor Babes entdeckte Ende des 19. Jahrhunderts in Rumänien in den Erythrozyten von 
Rindern erstmals Mikroorganismen, die er mit Hämoglobinurie (red water fever) und Te-
xasfieber (cattle tick fever) in Verbindung brachte (Babes, 1888). Babesien sind pleomor-
phe Plasmodien-ähnliche intraerythrozytäre Protozoen des Phylums Apicomplexa 
(Ordnung: Piroplasmida, Familie: Babesiidae). Inzwischen sind mehr als 100 Spezies in 




ursprüngliche Einteilung der Babesien unterschied aufgrund morphologischer Merkmale, 
Details im Entwicklungszyklus und der relativen Empfindlichkeit gegenüber Medikamen-
ten kleine (z.B. B. microti, B. gibsoni) und große (z.B. B. divergens, B. canis, B. bovis) 
Arten (Gray und Pudney, 1999). Phylogenetische Analysen des 18S rRNA-Gens bestätig-
ten diese Einteilung und ermöglichten eine Erweiterung. Vier verschiedene Gruppen von 
Babesien verursachen Erkrankungen beim Menschen: 1) B. microti und B. microti-like 
Spezies; 2) B. duncani; 3) B. divergens, B. divergens-like Spezies, B. venatorum (EU1), 
und 4) die in Korea beschriebene Spezies KO1 (Gray et al., 2010). Eine tödlich endende 
B. divergens-Infektion eines asplenischen Patienten aus Jugoslawien im Jahre 1956 ist der 
weltweit erste gut dokumentierte Fall einer humanen Babesiose (Skrabalo und Deanovic, 
1957). Bislang sind mehrere Hundert weitere Fälle aus den USA und Canada dokumen-
tiert, zumeist durch B. microti verursacht. In Europa gibt es dagegen nur etwa 47 berichtete 
Erkrankungsfälle: 43x B. divergens, 3x B. divergens-like Spezies B. venatorum (EU1) und 
1x B. microti (Vannier und Krause, 2009; Gray et al., 2010, Haapasalo et al. 2010; Mar-
tinot et al., 2011). Klinische Manifestationen der humanen Babesiose reichen in Abhängig-
keit vom Immunstatus des Patienten und der Babesienspezies von asymptomatischen bis 
lebensbedrohlichen Erkrankungen mit Herz-, Nieren- oder Leberversagen (Zintl et al., 
2003). Persistierende Parasitämien treten v.a. bei B. microti-Infektionen auf (Krause et al., 
1998, 2008). Die großen Spezies (Oberbegriff: Babesia sensu stricto) sind im Gegensatz zu 
den kleinen Babesien (z.B. B. microti) auch transovariell übertragbar (Uilenberg, 2006; 
Gray et al., 2010).  
1.2.5 Coxiella burnetii  
Coxiella burnetii ist ein gramnegatives, aerob lebendes, nur ca. 0,4 μm langes und daher 
fast kokkoides Stäbchen-Bakterium (Ordnung: Legionellales, Familie: Coxiellaceae). Ed-
ward Holbrook Derrick beschrieb 1937 erstmals unspezifisches Fieber bei Schlachthausar-
beitern in Australien, wodurch die Erkrankung den Namen Q-Fieber (query - Frage) erhielt 
(Derrick, 1937). Q-Fieber kann klinisch sehr variabel verlaufen. Asymptomatische bis 
akute Manifestationen äußern sich oft in Form einer Pneumonie oder Hepatitis, während 
im chronischen Verlauf meist eine Endokarditis zu beobachten ist. Weide- und Haustiere 
sind die wichtigsten Reservoire, aber auch Vögel, Kleinsäuger und Arthropoden weisen 
eine Reservoirkompetenz auf. Mehr als 40 Zeckenarten sind weltweit – mit Ausnahme von 
Neuseeland und der Antarktis – natürlich mit C. burnetii infiziert. In der Hämolymphe und 




Konzentration des Erregers aufweist. Es ist eine transovarielle und transstadielle Übertra-
gung möglich; während der Zeckenpassage findet eine erhebliche Virulenzsteigerung statt 
(Brezina und Rehacek, 1961; Majerska und Brezina, 1968; Weyer, 1975). In Zentraleuropa 
ist die Schafzecke D. marginatus der bedeutendste Vektor (Maurin und Raoult, 1999). Der 
Mensch infiziert sich am häufigsten durch Inhalation kontaminierter Aerosole aus Geburts-
produkten von Paarhufern (Rinder, Schafe, Ziegen). Q-Fieber ist seit 1962 in West- bzw. 
seit 1979 in Ostdeutschland eine meldepflichtige Erkrankung (Hellenbrand et al., 2001). In 
einigen Regionen in Deutschland, z.B. in Jena (Thüringen), Göppingen (Baden-Württem-
berg) und Aschaffenburg (Bayern) treten einzelne Erkrankungen oder Ausbrüche regelmä-
ßig auf (RKI, 2010).  
1.2.6 Francisella tularensis  
Francisella tularensis, der Erreger der Tularämie, ist ein sehr kleines, gramnegatives, 
kokkoides, sporenloses und schwer anzüchtbares Stäbchen, das den -Proteobakterien 
(Familie Pasteurellaceae) zuzuordnen ist. George McCoy beschrieb 1911 das Krankheits-
bild erstmals bei einem Eichhörnchen (McCoy, 1911). Edward Francis – zu desen Ehren 
der Erreger später seinen Namen erhielt – beschäftigte sich 1919 bis 1928 sehr ausführlich 
mit der Erkrankung und benannte sie nach dem Ort Tulare in Kalifornien/USA (Francis, 
1919). Francisella tularensis war bislang in über 250 verschiedenen Tierarten darunter in 
Säugetieren, Vögeln, Fischen, Amphibien, und Arthropoden nachweisbar (Gurycova, 
1998). Die entscheidenden Reservoire sind jedoch bislang nicht eindeutig identifiziert 
(Mörner, 1992). Für den Menschen stellen kleine Säugetiere (v.a. Hasen), Blut saugende 
Ektoparasiten (z.B. Insekten der Familie Culicidae und Tabanidae, Zecken, Milben, Flöhe) 
sowie Wasser, Stäube und Aerosole die wahrscheinlichsten Infektionsquellen dar. Vier 
Subspezies sind zu unterscheiden: ssp. tularensis (Jellison Typ A), ssp. holarctica (Jellison 
Typ B), ssp. mediaasiatica und ssp. novicida. Klinisch bedeutsam sind in erster Linie ssp. 
tularensis und ssp. holarctica. Im Transmissionszyklus von ssp. holarctica sind in Europa 
v.a. die Zeckenspezies D. nuttalli, D. marginatus, D. reticularis, I. ricinus und H. concinna 
bedeutsam (Gurycova et al., 1995). Innerhalb der Zecke ist eine transovarielle und 
transstadielle Übertragung möglich (Hopla, 1953; V rosteková, 1994). In Deutschland 
steigt seit 2004 die Zahl der gemeldeten Tularämie-Erkrankungen beim Menschen an 
(2004-2009: 64 Fälle), nachdem in einem Zeitraum von mehr als 40 Jahren zuvor nur ver-




1.3 Wirtssuchende und parasitierende Ixodes ricinus Zecken verschiedener Gebiete  
Das Vorkommen aller erwähnten Erreger ist eng an die Verbreitung und die Aktivität ihrer 
Vektoren und Reservoire gebunden. Bislang fehlen detaillierte und systematische Untersu-
chungen über das Vorkommen v.a. der emerging pathogens und ihrer potentiellen Reser-
voirtiere.  
Ziel der vorliegenden Arbeit ist die Erweiterung der Kenntnisse zur Bedeutung des Vektors 
I. ricinus und verschiedener Wirte im Transmissionszyklus zeckenassoziierter Pathogene. 
Wir untersuchten dazu Freilandzecken sowie an 17 Vogel- und 2 Kleinsäugerarten parasi-
tierende Zecken aus 4 verschiedenen Fanggebieten in Deutschland mit Hilfe molekularbio-
logischer Methoden und phylogenetischer Analysen auf die Prävalenz und Koexistenz 
eines breiten Erregerspektrums (Abb. 2).  
Die im Ilmtal (Thüringen) gelegenen Fangflächen (Belvedere nahe Weimar, Bad Berka, 
Dienstedt) haben eine Fläche von ca. 8 ha. Bad Berka und Dienstedt sind jeweils an Wald-
rändern gelegen, während das Fanggebiet in Belvedere aus dem Randbereich eines Parkes 
mit Buschvegetation und Übergang zu einem Buchenwald besteht.  
Der Zeitzgrund ist ein Naherholungsgebiet zwischen Hermsdorf und Stadtroda in Thürin-
gen. Die Fangfläche ist etwa 7 ha groß und besteht aus Unterholz, Laub- und Mischwald 
mit Wiesen entlang des Zeitzbaches und des Hauptwanderweges, der sehr häufig von 
Wanderern, Joggern oder Radfahrern genutzt wird. 
Die zur Gemeinde Kleinbartloff gehörende Untersuchungsfläche Reifenstein liegt im 
Eichsfeld in Nordthüringen. Das Hauptfanggebiet hat eine Größe von ca. 15 ha und 
schließt einen Buchenmischwald, einen Auenwaldrest in Form einer Feuchtwiese, sowie 
Ackerflächen ein. Eine zweite ca. 8 ha große Fangfläche umfasst einen Teich, ein Feucht-
biotop mit Schilf- und Sauergrasbewuchs, eine gut ausgebildete Kraut- und Strauchschicht 
sowie einige Laubbäume.  
Die Greifswalder Oie ist eine ca. 54 ha große Vogelschutzinsel in der Pommerschen Bucht, 
12 km nördlich von Usedom. Der öffentliche Zugang zu diesem vom Verein Jordsand e.V. 
verwalteten Gebiet ist streng limitiert. Laubwaldbereiche, halb offene Weideflächen und 
ausgedehnte Strauchflächen prägen die Landschaft. Viele Zugvogelarten nutzen die Insel 
als wichtiges Rastgebiet; die Diversität der Säugetierarten ist hingegen auf Schafe und 








Frühjahr bis Herbst 1999 und 2000: Bo, A
305 Freilandzecken
2 Zeitzgrund
Frühjahr bis Herbst 2006 und 2007: Bo, A, R, Ba, C, Ft
1 000  Freilandzecken
3 Reifenstein
Frühjahr bis Herbst 2007: Bo, A, R, Ba, Ft
196  Freilandzecken, 
211 Zecken von  61  Vögeln, 
273 Zecken von 166  Kleinsäugern*
4 Greifswader Oie
Frühjahr 2007: Bo, A, R, Ba
191 Zecken von  99  Vögeln
 
 
Abb. 2: Lage der Untersuchungsgebiete  
Vogelarten: Amsel (Turdus merula), BlaumeiseR (Cyanistes caeruleus), BuchfinkG (Fringilla coelebs), DorngrasmückeG (Sylvia 
communis), GartenrotschwanzG (Phoenicurus phoenicurus), GimpelR (Pyrrhula pyrrhula), HeckenbraunelleR (Prunella modularis), 
Kohlmeise (Parus major), MönchsgrasmückeR (Sylvia atricapilla), RotdrosselG (Turdus iliacus), Rotkehlchen (Erithacus rubecula), 
Singdrossel (Turdus philomelos), SprosserG (Luscinia luscinia), Sumpfrohrsänger (Acrocephalus palustris), TeichrohrsängerR 
(Acrocephalus scirpaceus), Zaunkönig (Troglodytes troglodytes), ZilpzalpR (Phylloscopus collybita) 
G-Arten stammen nur von der Greifswalder Oie, R-Arten stammen nur aus Reifenstein 
Kleinsäugerarten: Gelbhalsmaus (Apodemus flavicollis), Rötelmaus (Myodes glareolus)  
* Zusätzlich untersuchten wir das Serum der Kleinsäuger im Immunfluoreszenztest (IFT) auf Borrelien und Ohrbioptate in der PCR auf 
Borrelia spp., A. phagocytophilum, Rickettsia spp. und Babesia spp. 
Zeckenassoziierte Erreger: Bo - Borrelia spp.; A - Anaplasma phagocytophilum; R - Rickettsia spp.; Ba - Babesia spp.; C - Coxiella 
burnetii; Ft - Francisella tularensis 
Anmerkung: In Reifenstein standen aufgrund einer begrenzten DNA-Menge je nach Erreger und Herkunft der Zecken 1-22 Proben 





Freilandzecken stammten aus den Gebieten Ilmtal, Zeitzgrund und Reifenstein. Die 
Flaggmethode (flagging) ermöglichte das Sammeln ungesogener wirtssuchender Nymphen 
und adulter Zecken. Vogelassoziierte Zecken bekamen wir im Rahmen routinemäßiger 
Beringungsarbeiten von Ornithologen aus Reifenstein und der Greifswalder Oie für unsere 
Arbeit zur Verfügung gestellt. Ein Foto eines mit Zecken infestierten Rotkehlchens ist in 
Abb. 3 zu sehen. Die kleinsäugerassoziierten Zecken aus Reifenstein sammelten wir mit 
beköderten Lebendfallen. Für serologische und weitere molekularbiologische Untersu-
chungen gewannen wir von den Kleinsäugern zusätzlich 300 - 500 μl Blut aus dem Plexus 
retrobulbaris und ein kreisrundes Ohrbioptat (∅=4 mm). Bei intervallskalierten Werten 
(z.B. Infestationsraten, Antikörpertiter) kam für den Vergleich zweier Mittelwerte unab-
hängiger Stichproben ein unverbundener t-Test auf einer Signifikanzebene von =0,05 zur 
Anwendung. Als signifikant verschieden galt die errechnete Wahrscheinlichkeit von 
p<0,05. Erregerprävalenzen verglichen wir je nach Größe der Stichprobenanzahl mit dem 
Chi-Quadrat Test ( 2-Test) nach Pearson oder mit dem exakten Test nach Fisher. Auch für 
diese Tests galt ein Signifikanznieveau von =0,05. 
  Abb. 3: Zeckenentnahme bei einem Rotkehlchen  
 (Foto: Dr. A. Goedecke, ProRing e.V.) 
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2. Prävalenz und Heterogenität von Borrelia spp.  
Dieser Abschnitt bezieht sich auf folgende Originalarbeiten: 
Hildebrandt A, Schmidt KH, Wilske B, Dorn W, Straube E, Fingerle V. 2003. Prevalence of four species of Borrelia burgdorferi 
sensu lato and coinfection with Anaplasma phagocytophila in Ixodes ricinus ticks in Central Germany (Thuringia). Eur J Clin Microbiol 
Infect Dis, 22:364-367. (OA2) 
Hildebrandt A, Pauliks K, Sachse S, Straube E. 2010a. Coexistence of Borrelia spp. and Babesia spp. in Ixodes ricinus ticks in 
Middle Germany. Vector Borne Zoonotic Dis, 10:831-837. (OA5) 
Franke J, Fritzsch J, Tomaso H, Straube E, Dorn W, Hildebrandt A. 2010a. Co-existence of pathogens in host-seeking and feeding 
ticks within a single natural habitat of Central Germany. Appl Environ Microbiol, 76:6829-6836. (OA11) 
Franke J, Moldenhauer A, Hildebrandt A, Dorn W. 2010b. Are birds reservoir hosts for Borrelia afzelii? Ticks Tick-borne Dis, 
1:109-112. (OA12) 
 
In Europa gibt es in vielen Ländern nur Schätzungen zur LB-Inzidenz. Die höchste Inzi-
denz ist in Zentraleuropa (z.B. Slowenien: 155/100 000 Einwohner) zu finden, die nied-
rigsten Inzidenzen sind in Großbritannien (0,7/100 000 Einwohner) und Irland 
(0,6/100 000 Einwohner) dokumentiert (Stanek et al., 2011). In Deutschland beschäftigt 
sich das GILEAD-Projekt (German investigation on Lyme Borreliosis: evaluation of 
therapeutic and diagnostic cost) erstmals mit der Charakterisierung der Krankheitslast und 
der medizinischen Kosten der Erkrankung. Eine Krankenversicherung mit 6,6 Millionen 
Mitgliedern stellte Daten ambulanter und stationärer Patienten zur Verfügung, anhand de-
rer eine Auswertung medizinischer, epidemiologischer und ökonomischer Aspekte (ICD- 
und EBM-Kodierung) der Diagnostik und Therapie der LB möglich sind. Vorläufige Be-
trachtungen ergaben einen erstmaligen Diagnosecode der LB im Jahr 2007 für 23 310 der 
6,6 Millionen Versicherten. Gleichzeitig waren 762 Patienten mit vermuteter oder gesi-
cherter LB in stationärer Behandlung. Die Anzahl angeforderter serologischer Tests betrug 
29 616 ELISAs und 16 832 Immunoblots im stationären Bereich. Ambulante Kosten-
abrechnungen zeigten 203 871durchgeführte ELISAs und 58 737 Immunoblots auf. Im 
untersuchten Zeitraum erhielten 35 665 Patienten aufgrund der Indikation LB eine antibio-
tische Therapie. Diese Daten lassen sich weiter auf die Gesamtbevölkerung in Deutschland 
hochrechnen. Dabei entsteht der Eindruck, dass ein erhebliches Mißverhältniss von tat-
sächlichen Erkrankungen und durchgeführten diagnostischen Tests bzw. antibiotischen 
Behandlungen besteht (Freitag et al., 2010). Weitere Datenauswertungen dieser Art sind 
jedoch für eine umfangreiche ökonomische Beurteilung der aktuellen und zukünftigen 
Diagnostik und Therapie der LB erforderlich. 
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Die Assoziation verschiedener Spezies mit bestimmten Reservoirtieren beruht vermutlich 
auf der Sensitivität gegen das Komplementsystem des Wirtes (Kurtenbach et al., 1998a, 
2002a). Folgende Erreger-Reservoir-Beziehungen sind für die einzelnen Borrelienspezies 
beschrieben: 
• B. valaisiana, B. garinii - Vögel (Hanincovà et al., 2003a; Taragel’ovà et al., 2008); 
• B. afzelii, B. bavariensis - Kleinsäuger (Hanincovà et al., 2003b; Hu et al., 2001); 
• B. burgdorferi - Vögel und Kleinsäuger (Wright et al., 2000);  
• B. lusitaniae - Eidechsen (Majathovà et al., 2006; Richter und Matuschka, 2006);  
• B. spielmanii - Bilche (Gliridae) und Igel (Gern, 2009).  
Neue Untersuchungsmethoden der Molekularbiologie ermöglichen eine differenziertere 
Betrachtung darüber, inwieweit einzelne Spezies mit bestimmten klinischen Manifestatio-
nen der LB assoziiert sind. Die Zusammenhänge sind allerdings weniger absolut als zu-
nächst angenommen. In Europa dominiert B. afzelii in Hauterscheinungen (Wilske et al., 
1996a; Ohlenbusch et al., 1996) und Borrelia garinii (v.a. OspA-Typ 4, jetzt B. bavarien-
sis) ist häufiger mit der Klinik der Neuroborreliose assoziiert (Eiffert et al., 1995; Wilske et 
al., 1996b). Borrelia burgdorferi hingegen ist die einzige Spezies der LB in den USA, die 
häufig bei der Lyme-Arthritis nachweisbar ist. In Europa waren zusätzlich B. afzelii, 
B. garinii und B. spielmanii in Synovialflüssigkeit des Menschen zu finden (Eiffert et al., 
1995; Wilske et al., 1996b; Ornstein et al., 2010).  
Eine Genospeziesdifferenzierung ist anhand einer Vielzahl plasmidkodierter Gene, wie 
z.B. der für die Oberflächenproteine A und C kodierenden Gene ospA und ospC möglich 
(Wang et al., 1999; Lenčàkovà et al., 2006). Die Analyse bestimmer housekeeping Gene 
und der 5S-23S intergenic spacer Region sind weitere sehr hilfreiche Methoden zur Cha-
rakterisierung der LB-Borrelien auf phylogenetischer Ebene (Margos et al., 2008, 2009). 
Das Wissen über die Ökologie und Epidemiologie verschiedener Spezies und OspA-Typen 
ist eine essentielle Voraussetzung für das Verständnis der Zirkulation der Erreger, die Wei-
terentwicklung diagnostischer Tests und die Entwicklung einer Impfung (Gern et al., 1997; 
Schuijt et al., 2011). Das ospA-Gen diente auch in der vorliegenden Arbeit als PCR-Target. 
Die Restriktionsanalyse ermöglichte es, ein breites Spektrum an Spezies zu differenzieren 
und Mischinfektionen verschiedener Borrelienspezies zu erfassen (Tab. 1). 
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Ref.- Geno- OspA- RFLP Muster (bp)
Stamm spezies Typ Restriktionsenzyme
Kpn2I Bgl II Sfu I Ssp I Hind III Xba I
PKa2 bur 1 798 798 798 534/264 654/144 n
CA8 bur 1 429/369 798 798 534/264 654/144 n
PKo afz 2 798 798 537/261 798 798 n
PBr gar 3 429/372 758/43 801 801 801 n
PBi bav 4 798 556/242 798 798 798 n
PHei gar 5 549/195/54 798 798 798 654/144 745/53
TN gar 6 429/252/120 801 801 801 657/144 606/122/73
PRef gar 7 428/372 758/43 801 801 657/144 n
PKi gar 8 801 801 801 801 585/144/72 725/76
VS116 val I - 801 801 801 801 465/336 798
NE231 val II - 798 665/133 798 798 665/133 556/242
PotiB2 lus - 807 807 807 466/341 402/284/72/49 n
A14S spiel - 798 665/133 798 798 665/133 798
Tab. 1: Charakterisierung der Borrelien-Genospezies und OspA-Typen  
Erweiterte und modifizierte RFLP-Analyse nach Michel et al. (2003) und Lenčàkovà et al. (2006). 
Borrelien-Genospezies: n - nicht getestet; bur - B. burgdorferi; afz - B. afzelii; gar - B. garinii; bav - B. bavariensis (ehemals B. garinii 
OspA-Typ 4); val I und II - B. valaisiana Subtyp I und II; lus - B. lusitaniae; spiel - B. spielmanii 
Accession-Nummern der Referenzstämme:  
B. burgdorferi PKa: X80182, B. burgdorferi CA8: L23144, B. afzelii PKo: S48322, B. garinii PBr: X80256, B. bavariensis (ehemals 
B. garinii) PBi: S48323, B. garinii PHei: X80251, B. garinii TN: X80252, B. garinii PRef: X95362, B. garinii PKi: X97236, B. valai-
siana VS116 AF095940, B. valaisiana NE231: AJ249467, B. lusitaniae PotiB2: Y10838, B. spielmanii A14S: AF102057 
 
Wirtssuchende Zecken 
In europäischen Untersuchungen von Freilandzecken sind Larven bis 11%, Nymphen bis 
43% und adulte Zecken bis 58% mit Borrelia spp. infiziert (Hubàlek und Halouzka, 1998; 
Rauter und Hartung, 2005). Borrelia garinii und B. afzelii sind die zumeist vorherrschen-
den Spezies. Borrelia burgdorferi und B. valaisiana treten weniger häufig auf und B. lusi-
taniae ist nur selten nachweisbar. Das Vorkommen der einzelnen Spezies ist sowohl 
zwischen verschiedenen Ländern Europas als auch zwischen benachbarten Untersuchungs-
gebieten sehr heterogen (Hubàlek und Halouzka, 1998; Kurtenbach et al., 2001; Jouda et 
al., 2003; Michel et al., 2003; Rauter und Hartung, 2005; Casati et al., 2006; Lenčáková et 
al., 2006; Fingerle et al., 2008; Cekanac et al., 2010; Halos et al., 2010; Reye et al., 2010). 
In Deutschland beträgt die Infektionsrate in Zecken bis zu 28,7%, wobei Schwankungen je 
nach Untersuchungsjahr und Untersuchungsgebiet auftreten (Kipp, 2008; Fingerle et al., 
2008; Franke, 2010).  
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In unserer Studie fanden wir in den Freilandzecken in Thüringen eine Infektionsrate von 
5,1% (10/196) in Reifenstein (Franke et al., 2010a), 11,1% (34/305) im Ilmtal (Hildebrandt 
et al., 2003) und 27,0% (270/1000) im Zeitzgrund (Hildebrandt et al., 2010a). Im Ilmtal 
erfolgte der Restriktionsverdau der positiven Amplifikate im Gegensatz zur Darstellung in 
Tabelle 1 mit den Enzymen Kpn2I, BglII, SfuI, SspI und AlwnI, so dass wir in diesem Ge-
biet nur folgende Spezies identifizieren konnten: B. burgdorferi, B. afzelii, B. garinii 
OspA-Typ 3, 5, und 6/8, B. bavariensis (zu diesem Zeitpunkt noch B. garinii OspA-Typ 4) 
und B. valaisiana. Im Zeitzgrund und in Reifenstein ermöglichte das erweiterte RFLP-
Verfahren der Tabelle 1 die Charakterisierung eines breiteren Spektrums an Genospezies. 
So fanden wir im Zeitzgrund: B. burgdorferi, B. afzelii, B. garinii OspA-Typ 3, 5, 6, 7 und 
8, B. bavariensis, B. valaisiana Subtyp I und II, B. spielmanii und B. lusitaniae und in Rei-
fenstein: B. burgdorferi und B. garinii OspA-Typ 6, B. bavariensis und B. valaisiana Sub-
typ I. Im Ilmtal und im Zeitzgrund waren signifikant mehr Adulte (Ilmtal: 21,0%, 
Zeitzgrund: 32,3%) als Nymphen (Ilmtal: 8,6%, p=0,021; Zeitzgrund: 20%, p=0,01) infi-
ziert. In beiden Gebieten dominierte B. garinii, gefolgt von B. burgdorferi und B. afzelii. 
Interessanterweise war B. burgdorferi in Reifenstein und in einer weiteren Studie aus Thü-
ringen sogar die am häufigsten nachgewiesene Spezies in Freilandzecken (Kipp, 2008). 
Der hohe Anteil an B. burgdorferi steht somit im Kontrast zu anderen Untersuchungen, in 
denen diese Spezies selten zu finden war (Rauter und Hartung, 2005; Fingerle et al., 2008). 
Ein Grund dafür kann die Vielfalt an Wirten in den jeweiligen Gebieten sein, die B. burg-
dorferi beim Saugen auf I. ricinus übertragen können. 
Nur wenige Studien berichten über saisonale Unterschiede der Borrelienprävalenz in Zek-
ken mit oftmals bimodalem Infektionsmuster (Kipp, 2008; Reye et al., 2010). Wir fanden 
jeweils einen unimodalen Verlauf der Infektionen mit einem Peak im Juli/August 
1999/2000 (Ilmtal) sowie Juli 2006 und Juni 2007 (Zeitzgrund) (Abb. 5, Seite 23). Das 
Spektrum an Borrelienspezies ist in Europa einer hohen lokalen Variabilität unterworfen 
(Rauter und Hartung, 2005). Bislang gibt es allerdings keine systematischen Untersuchun-
gen dazu, wie stabil diese Verteilung der Genospezies über einen längeren Zeitraum in 
einer Region ist. Unsere Ergebnisse in Freilandzecken zeigen eine besonders große Vielfalt 
an Borrelien-Genospezies und OspA-Typen (Abb. 4, Seite 18). Aktuelle ELISAs in Europa 
beinhalten oftmals Gemische aus nativen Borrelien-Antigenen und rekombinant hergestell-
tem VlsE bzw. ein synthetisches Peptid (C6 - 26 Aminosäuren, hochkonservierter Bereich 
des VlsE) der Spezies B. burgdorferi, B. afzelii und B. garinii. In den zur Bestätigung eines 
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positiven ELISA eingesetzten Immunoblots sind je nach Hersteller verschiedene Antigene 
der Borrelien-Genospezies B. burgdorferi, B. afzelii, B. garinii, B. bavariensis und 
B. spielmanii enthalten (z.B. www.virotech.de; www.mikrogen.de). Die große in unseren 
Untersuchungen dargestellte lokale Heterogenität der Borrelien erfordert neben einer syste-
matischen Untersuchung von Freilandzecken verschiedener Regionen in Europa auch ein 
unabhängiges System zur Evaluierung und ggf. Anpassung serologischer Tests an die lokal 
zirkulierenden Genospezies und OspA-Typen. 
Vogelassoziierte Zecken 
Bodenbewohnende Vogelarten weisen generell eine hohe Infestationsrate auf. Sie sind 
häufig mit Borrelien-infizierten Zecken infestiert (Comstedt et al., 2006; Špitalskà et al., 
2006). Comestedt et al. (2006) beschreiben eine Prävalenz von 1,4% Borrelien in gesoge-
nen vogelassoziierten Zecken aus Schweden; in Westpolen sind es sogar 27,4% (Dubska et 
al., 2009).  
In Zusammenarbeit mit dem Institut für Ernährungswissenschaften in Jena (Franke, 2010) 
untersuchten wir insgesamt 17 verschiedene, ausschließlich oder teilweise bodenlebende 
Vogelarten der Ordnung Passeriformes aus 2 Untersuchungsgebieten in Deutschland (Abb. 
2, Seite 9), die bis auf die Kohlmeise (Parus major) als Zugvögel oder Teilzieher gelten 
(Franke et al., 2010a, b). Unter Teilziehern versteht man Vögel, deren Population im Win-
ter teilweise in den Süden zieht, teilweise jedoch in ihrem Brutgebiet verbleibt bzw. nur 
unwesentlich ihre Heimat wechselt. Die mittlere Infestation der 160 untersuchten Vögel 
lag bei 2,5 Zecken pro Vogel. Die höchsten Infestationsraten wiesen Amseln (Turdus 
merula), Rotdrosseln (Turdus iliacus), Rotkehlchen (Erithacus rubecula) und Singdrosseln 
(Turdus philomelos) auf. Dieses steht im Einklang mit den Ergebnissen anderer Untersu-
chungen (Olsen et al. 1995a; Hanincovà et al., 2003a; Comstedt et al., 2006; Kipp et al., 
2006; Kipp, 2008; Dubska et al., 2009).  
In insgesamt 14,7% (59/402) der an Vögeln parasitierenden Zecken gelang uns der Nach-
weis Borrelien-spezifischer DNA. Die Prävalenz in parasitierenden Larven (20,2%) war 
signifikant höher als in Nymphen (12,2%, p=0,026), was die Vermutung der 
Reservoirkompetenz der untersuchten Vogelarten bekräftigt. Am häufigsten fanden wir 
B. garinii OspA-Typ 6, seltener die Genotypen B. burgdorferi, B. valaisiana Subtyp I und 
II, B. garinii OspA-Typen 3, 5 und 7. Interessant war der erstmalige Nachweis der 
kleinsäugerassoziierten Spezies B. bavariensis und der hohe Anteil der ebenfalls mit 
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Kleinsäugern in Verbindung stehenden Spezies B. afzelii (Abb. 4, Seite 18). Die 6 B. afze-
lii-positiven Nymphen können bereits vor der Blutmahlzeit infiziert gewesen sein, da sie 
im Larvenstadium bereits an einem anderen Wirt gesaugt hatten (Abb. 1, Seite 2). Bei den 
7 B. afzelii-infizierten Larven ist hingegen davon auszugehen, dass die Vögel diese 
Genospezies während der Blutmahlzeit auf die Zecken übertragen haben: die Larven saug-
ten zum ersten Mal und die transovarielle Übertragungsrate von Borrelien beträgt weniger 
als 1% (Matuschka et al., 1992). Die positiven Larven fanden sich jeweils isoliert an den 
Vögeln, so dass die Transmission der Borrelien auf die Larven über co-feeding als unwahr-
scheinlich erscheint, wenngleich die Möglichkeit des prolongierten co-feeding nicht sicher 
auszuschließen ist.  
Der Großteil der B. afzelii-infizierten Zecken, die wir an Vögeln fanden, stammte von der 
Greifswalder Oie, einer Insel mit außergewöhnlichen Lebensbedingungen für I. ricinus, 
v.a. wegen der geringen Abundanz und Diversität von Säugetierwirten. Borrelia afzelii war 
in niedrigerer Prävalenz auch in anderen Untersuchungen in vogelassoziierten Zecken 
nachweisbar (Comstedt et al., 2006; Kipp et al., 2006; Taragel’ovà et al., 2008), darunter 
auch in Larven (Olsen et al., 1995b; Poupon et al., 2006; Dubska et al., 2009).  
Amseln scheinen eine besonders hohe Reservoirkompetenz für Borrelien zu besitzen, denn 
40% der untersuchten Tiere trugen Borrelien-infizierte Zecken. Das Spektrum an Geno-
spezies und OspA-Typen war im Vergleich zu kleinsäugerassoziierten Zecken sehr breit 
(Abb. 4, Seite 18). Frühere Studien zeigen allerdings, dass dieses Spektrum selbst inner-
halb der Untersuchungsgebiete stark schwankt (Kipp et al., 2006; Stern et al., 2006; Kipp, 
2008). Die strenge Assoziation der Borrelien-Genospezies mit einem bestimmten Wirtsor-
ganismus lies sich nicht bestätigen: wir fanden z.B. die kleinsäugerassoziierten Geno-
spezies B. afzelii und B. bavariensis in Zecken, die an Vögeln parasitierten. Die positiven 
Larven lassen unter Berücksichtigung der geringen Wahrscheinlichkeit einer transovariel-
len Übertragung der Borrelien und des co-feeding eine Reservoirkompetenz der Vögel für 
diese Spezies vermuten.  
Kleinsäugerassoziierte Zecken 
Die Literatur liefert sehr unterschiedliche Angaben zur Borrelien-Prävalenz in klein-
säugerassoziierten Zecken. Ältere Studien, in denen der Nachweis mittels Immunfluores-
zenztest (IFT) erfolgte, berichten über relative hohe Infektionsraten von 13% in gesogenen 
Larven und bis 50,0% in Nymphen und adulten Zecken (Humair et al., 1993; Michalik et 
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al., 2003). In serologischen Methoden können allerdings durch kreuzreagierende Antikör-
per anderer Spirochäten (Treponemen, Leptospiren, Rückfallfieber-Borrelien) falsch posi-
tive Ergebnisse entstehen (Hummler, 2001; Štefančikovà et al., 2008). In mole-
kularbiologischen Untersuchungen sind im Vergleich zum IFT geringere Infektionsraten 
von 3% bis 5,7% in gesogenen, an Mäusen parasitierenden I. ricinus Zecken nachweisbar 
(Franke, 2005; Siński et al., 2006a).  
In unserem Fanggebiet in Reifenstein, in dem wir eng mit dem Institut für Ernährungswis-
senschaften in Jena zusammenarbeiteten (Franke, 2010; Franke et al., 2010a), war die mitt-
lere Infestationsrate von Gelbhalsmäusen (Apodemus flavicollis: 3,5) signifikant höher als 
von Rötelmäusen (Myodes glareolus: 2,5). Wir fanden eine sehr geringe Borrelien-
prävalenz in kleinsäugerassoziierten Zecken: nur 2,6% (7/273) der untersuchten Zecken an 
6 Tieren (2 Gelbhalsmäuse, 4 Rötelmäuse) waren positiv. In der Speziesdifferenzierung 
zeigten sich lediglich die beiden Spezies B. afzelii und B. burgdorferi (Abb. 4, Seite 18), 
von denen bekannt ist, dass sie von Kleinsäugern auf Zecken übertragen werden 
(Kurtenbach et al., 1998b; Hanincovà et al., 2003b).  
Zusätzlich waren im Blut der Kleinsäuger mit dem IFT in 28,3% der Gelbhalsmäuse bzw. 
27,8% der Rötelmäuse IgG-Antikörper nachweisbar. Saisonal zeichnete sich ein signifi-
kanter Anstieg der Seroprävalenz vom Frühjahr (15,0%) zum Sommer (42,9%, p<0,0001) 
ab. Im Herbst sank sie nur leicht auf 37,5% (Franke, 2010). Ein Erklärungsansatz für die 
geringe Seroprävalenz im Frühjahr ist die höhere Mortaliät infektiöser Mäuse in den Win-
termonaten. Im darauf folgenden Frühjahr ist somit die Anzahl seropositiver Tiere im Ver-
hältnis zu seronegativen kleiner und steigt im Jahresverlauf wieder an (Tälleklint und 
Jaenson, 1995). Von den 6 Tieren, die Borrelien infizierte Zecken trugen, hatten nur 2 ei-
nen erhöhten Antikörpertiter.  
Pawelczyk und Siński (2000) beschrieben bereits die fehlende Korrelation der Antikörper-
Titer mit der Infestationsrate Borrelien-infizierter Zecken. Da die Infektiosität der Wirts-
tiere negativ mit der Stärke ihrer Immunantwort korreliert (Kurtenbach et al., 1994, 2002a, 
b), lassen die Seroprävalenz und die Höhe der Antikörpertiter keine Rückschlüsse auf die 
Reservoirkompetenz der Kleinsäuger zu. Die Ergebnisse xenodiagnostischer Tests zeigen 
eindeutig, dass Kleinsäuger Borrelien auf Zecken übertragen können. Die Reservoirkom-
petenz scheint allerdings geringer zu sein als bisher vermutet, denn bei allen früheren 
xenodiagnostischen Studien war der IFT mit dem bereits erwähnten Problem der Kreuz-
reaktivitäten die Nachweismethode der Wahl (Humair et al. 1993; Gern et al., 1994). Eine 
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xenodiagnostische Analyse mittels PCR konnte nur in 1,3% der an Kleinsäugern gesoge-
nen, vorher nüchternen Larven eine Transmission der Borrelien nachweisen, wobei 19% 
der eingesetzten Tiere eine in Hirn- und Nierengewebe bestätigte Borrelieninfektion auf-
wiesen (Kurtenbach et al., 1998b). Für das Verständnis der Zirkulation einzelner Spezies in 
reservoirkompetenten Wirtsorganismen sind weitere Transmissionsexperimente unter 
Verwendung molekularbiologischer Methoden erforderlich.  
Abb. 4: Spektrum der Borrelien-Genospezies und OspA-Typen in wirtssuchenden und parasitierenden I. ricinus Zecken  
Herkunft der Zecken: A - vogelassoziierte Zecken der Gebiete Greifswalder Oie und Reifenstein (Borrelien: 59/402)  
 B - kleinsäugerassoziierte Zecken des Gebietes Reifenstein (Borrelien: 7/273)  
 C - Freilandzecken der Gebiete Zeitzgrund (Borrelien: 270/1000) und Reifenstein (Borrelien: 10/196) 
Borrelien-Genospezies und OspA-Typen:  
bur - B. burgdorferi; afz - B. afzelii; gar 3, 5, 6, 7, und 8 - B. garinii OspA-Typ 3, 5, 6, 7 und 8; gar spp. - nicht näher charakterisierte 
Spezies B. garinii; bav - B. bavariensis (früher B. garinii OspA-Typ 4); val I und II - B. valaisiana Subtyp I und II; spiel - B. spielmanii; 
Borr spp. - nicht näher charakterisierte Borrelia Spezies; <1% - 2 Freilandzecken waren mit B. valaisiana Subtyp II infiziert und in einer 
Freilandzecke gelang der Nachweis von B. lusitaniae. 
Die dieser Abbildung zugrunde liegenden Daten sind den Publikationen Hildebrandt et al, 2003, 2010a; Franke et al., 2010a, b entnom-
men. 
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3. Prävalenz verschiedener emerging pathogens  
Dieser Abschnitt bezieht sich auf folgende Originalarbeiten: 
Hildebrandt A, Schmidt KH, Fingerle V, Wilske B, Straube E. 2002. Prevalence of granulocytic Ehrlichiae in Ixodes ricinus ticks in 
Middle Germany (Thuringia) detected by PCR and sequencing of a 16S ribosomal DNA fragment. FEMS Microbiology Letters, 
211:225-230. (OA1) 
Hildebrandt A, Hunfeld KP, Baier M, Krumbholz A, Sachse S, Lorenzen T, Kiehntopf  M, Fricke HJ, Straube E. 2007. First 
confirmed autochthonous case of human Babesia microti infection in Europe. Eur J Clin Microbiol Infect Dis, 26:595-601. (OA3) 
Hildebrandt A, Tenter AM, Straube E, Hunfeld KP. 2008. Human Babesiosis in Germany: Just overlooked or truly new? Int J Med 
Microbiol, 298 (Suppl 1):336-346. (OA4) 
Hildebrandt A, Pauliks K, Sachse S, Straube E. 2010a. Coexistence of Borrelia spp. and Babesia spp. in Ixodes ricinus ticks in 
Middle Germany. Vector Borne Zoonotic Dis, 10:831-837. (OA5) 
Hildebrandt A, Krämer A, Sachse S, Straube E. 2010b. Detection of Rickettsia spp. and Anaplasma phagocytophilum in Ixodes 
ricinus ticks in a region of Middle Germany (Thuringia). Ticks Tick-borne Dis, 1:52-56. (OA6) 
Hildebrandt A, Franke J, Meier F, Sachse S, Dorn W, Straube E. 2010c. The role of migratory birds in transmission cycles of 
Babesia spp., Anaplasma phagocytophilum and Rickettsia spp. Ticks Tick-borne Dis, 1:105-107. (OA7) 
Hildebrandt A, Fritzsch J, Franke J, Sachse S, Dorn W, Straube E. 2011a. Co-circulation of emerging tick-borne pathogens in 
Middle Germany. 2010 Vector Borne Zoonotic Dis, 11:533-537. (OA8) 
Hildebrandt A, Straube E, Neubauer H, Schmoock G. 2011b. Coxiella burnetii in Ixodes ricinus ticks, Germany. Vector Borne 
Zoonotic Dis, 11:1205-1207. (OA9) 
Franke J, Fritzsch J, Tomaso H, Straube E, Dorn W, Hildebrandt A. 2010a. Co-existence of pathogens in host-seeking and feeding 
ticks within a single natural habitat of Central Germany. Appl Environ Microbiol, 76:6829-6836. (OA11) 
Franke J, Meier F, Moldenhauer A, Straube E, Dorn W, Hildebrandt A. 2010c. Established and emerging pathogens in Ixodes 
ricinus ticks collected from birds on a conservation island in the Baltic Sea. Med Vet Entomol, 24:425-432. (OA13) 
3.1 Anaplasma phagocytophilum  
Anaplasmen haben ein sehr breites Spektrum potentieller Reservoirtiere, u.a. Schafe, Reh- 
und Rotwild, sowie Kleinsäuger (Liz et al., 2000, 2002; de la Fuente et al., 2008, Ladbury 
et al., 2008). Die Infektionsdauer der Kleinsäuger ist in der Regel nur kurz und die Erreger 
persistieren zumeist nicht im Winter (Beugnet und Marie, 2009). Die Rolle von Vögeln im 
Transmissionszyklus der Anaplasmen ist bislang unklar, sie haben allerdings eine Bedeu-
tung in der Verbreitung der Erreger (Alekseev et al., 2001; Bjoersdorff et al., 2001; 
Skotarczak et al. 2006; Ioannou et al. 2009).  
Häufig verwendete Gene zum Nachweis von A. phagocytophilum sind das 16S rRNA-Gen, 
das Zitratsynthase-Gen (gltA), das groESL-Operon, welches die beiden Hitzeschock-
proteingene groEL und groES kodiert, das Ankyrin repeat-Gen (ank) und die major 
surface protein-Multigenfamilie (p44/msp2, msp4) (Sumner et al., 1997; Chae et al., 2000; 
Caturegli et al., 2000; Inokuma et al., 2001; Casey et al., 2004). In unseren Untersuchun-
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gen amplifizierten wir einen 944 bp großen Abschnitt des 16S rRNA-Gens. Die Bestäti-
gung positiver Amplifikate erfolgte in einem Restriktionsverdau mit dem Enzym SspI bzw. 
in der Sequenzierung (Hildebrandt et al., 2002; 2010b, c; 2011a). 
Wirtssuchende Zecken  
Inzwischen existieren aus fast allen europäischen Ländern Nachweise von A. phagocyto-
philum in Freilandzecken, die eine Prävalenz von 1,9% in Luxemburg (Reye et al., 2010) 
bis hin zu 23,6% in Dänemark (Skarphedinsson et al. 2007) erreichen. Studien in Deutsch-
land berichten von 1% - 2,9% infizierten Zecken in Süddeutschland (Fingerle et al., 1999; 
Hartelt et al., 2004; Silaghi et al., 2008a) und 3,9% in Berlin (Pichon et al., 2006).  
In den ausgewählten Untersuchungsgebieten in Thüringen fanden wir A. phagocytophilum 
in 2,3% (7/305) der Zecken im Ilmtal (Hildebrandt et al., 2002) und 5,4% der Zecken 
(54/1000) im Zeitzgrund (Hildebrandt et al., 2010b). Es waren mehr Adulte (5,7%) als 
Nymphen (2,8%) infiziert. Dieser Unterschied war nicht signifikant (p>0,05), steht aller-
dings im Einklang mit den Ergebnissen anderer Untersuchungen (Derdakova et al., 2003; 
Skarphedinsson et al., 2007). Lediglich eine Studie aus Norwegen ergab einen signifikant 
häufigeren Nachweis von Anaplasma spp. in Nymphen (Jenkins et al., 2001). Dies lässt 
verschiedene enzootische Zyklen von A. phagocytophilum in Reservoirtieren unterschied-
licher Regionen vermuten. Wir beobachteten ähnlich den Ergebnissen anderer Arbeiten 
(Skarphedinsson et al., 2007; Wojcik-Fatla et al., 2009) lokal eine sehr heterogene Vertei-
lung (Abb. 6, Seite 34).  
Nur wenige Arbeitsgruppen beschreiben Unterschiede der Infektionsraten im jahreszeitli-
chen Verlauf oder zwischen verschiedenen Untersuchungsjahren. In Luxemburg trat eine 
unimodale Saisonalität mit einem Peak der Infektionen im September auf (Reye et al., 
2010). Wir dokumentierten ebenfalls einen Anstieg der Infektionsrate im Jahresverlauf mit 
der höchsten Prävalenz im September/Oktober 2000 (Ilmtal) sowie September 2006 und 
August 2007 (Zeitzgrund) (Abb. 5, Seite 23). Die Unterschiede zwischen den beiden Jah-
ren 2006 und 2007 waren nur gering ausgeprägt. Grzeszczuk und Stańczak fanden im 
Gegensatz dazu starke Schwankungen der Prävalenz von A. phagocytophilum innerhalb 4 
verschiedener Untersuchungsjahre in Polen (Grzeszczuk und Stańczak, 2006). 




In Europa betragen die Infektionsraten für Anaplasmen in I. ricinus Zecken, die an Vögeln 
parasitierten, je nach Region und untersuchten Vogelarten bis 14,3% (Bjoersdorff et al., 
2001; Skotarczak et al., 2006; Paulauskas et al., 2009). Es gibt allerdings nur wenige Stu-
dien hierzu.  
Wir erhoben mit unseren Untersuchungen der vogelassoziierten Zecken der Greifswalder 
Oie (Hildebrandt et al., 2010c; Franke et al., 2010c) und Reifenstein (Hildebrandt et al., 
2011a; Franke et al., 2010a) erste Daten dieser Art für Deutschland. Dabei waren Anaplas-
men in insgesamt 2,9% (11/380) der untersuchten Zecken nachweisbar (Abb. 6, Seite 34). 
Die 11 positiven Zecken (2 Larven, 9 Nymphen) stammten von 8 Vögeln 3 verschiedener 
Vogelarten (Turdus merula, Turdus iliacus und Erithacus rubecula). In allen Fällen bestä-
tigte die Sequenzierung die Spezies A. phagocytophilum.  
Eine transovarielle Übertragung der Anaplasmen findet in der Regel nicht statt, so dass 
infizierte Larven die Erreger vermutlich mit der Blutmahlzeit von den Vögeln aufgenom-
men hatten. Bei einer dieser beiden Larven ist die Transmission über co-feeding nicht aus-
zuschließen, da am gleichen Vogel an benachbarter Stelle noch eine positive Nymphe 
saugte. Auch in anderen Untersuchungen war das Vorkommen von Anaplasmen in vogel-
assoziierten Zecken gering und betraf zumeist Nymphen (Alekseev et al., 2001; 
Bjoersdorff et al., 2001). Eine Studie aus Polen konnte demgegenüber in keiner der unter-
suchten Zecken und in keiner der Blutproben der Vögel Anaplasma-spezifische DNA 
nachweisen (Skotarczak et al., 2006). Andererseits fanden Paulauskas et al. (2009) in para-
sitierenden Zecken in einem Gebiet in Norwegen in 14,3% der Larven und 10,7% der 
Nymphen Erreger-spezifische DNA, während die Infektionsraten in einem anderen norwe-
gischen Gebiet nur 1,9% in Larven und 2,0% in Nymphen betrug. Aus den Daten ist nicht 
ersichtlich, ob co-feeding eine Ursache für die verhältnismäßig hohe Prävalenz in den Lar-
ven sein kann, so dass eine Aussage zur Reservoirkompetenz nicht möglich ist.  
Aus unseren Ergebnissen lässt sich nicht ableiten, dass Vögel kompetente Reservoire für 
HGA-Erreger sind. Allerdings ist zumindest eine Funktion als Ko-Vektor anzunehmen, 
denn Zugvögel können infizierte Zecken über weite Strecken transportieren. Vögel spielen 
vermutlich auch eine Rolle als Wirte oder Reservoire anderer Anaplasma und Ehrlichia 
spp. (Paulauskas et al., 2009). So fand eine russische Studie in 14% (8/57) der an Zugvö-
geln parasitierenden Zecken Anaplasmen, wobei eine PCR mit geringerer Spezifität auch 
Erreger der humanen monozytären Anaplasmose (HMA) amplifizierte (Alekseev et al., 
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2001). Um die Reservoirkompetenz der Vögel für A. phagocytophilum zu klären, sind 
xenodiagnostische Untersuchungen z.B. mit dem Nachweis und der Isolierung des Erregers 
aus Vögeln nach natürlicher oder experimenteller Infektion erforderlich (Bjoersdorff et al., 
2001). 
Kleinsäugerassoziierte Zecken 
In Europa sind für Kleinsäuger je nach verwendetem Untersuchungsverfahren unterschied-
liche Angaben zur Prävalenz von A. phagocytophilum in parasitierenden Zecken aber auch 
in den Wirtstieren selbst beschrieben. Eine Arbeitsgruppe in der Schweiz fand in klein-
säugerassoziierten Larven eine Prävalenz von 9,5% in gepoolten Zecken (Liz et al., 2000). 
In China ist der Erreger in 14,5% der untersuchten Kleinnagerspezies Rattus norvegicus, 
Cricetulus migratorius, Apodemus peninsulae, Apodemus agrarius und Tscherskia triton 
beschrieben (Zhan et al., 2010). Anaplasma spp. waren auch aus Blut, Leber-, Milz- und 
Ohrgewebe von Kleinsäugern nachweisbar (Liz et al., 2000; Bown et al., 2003; 
Štefančíková et al., 2008). In serologischen Untersuchungen betragen die Prävalenzen bis 
13,4% (Štefančíková et al., 2008; Foley et al., 2008; Hartelt et al., 2008).  
Unsere Ergebnisse zeigen eine sehr niedrige Infektionsrate für Anaplasma spp. in klein-
säugerassoziierten I. ricinus Zecken aus dem Untersuchungsgebiet in Reifenstein (Hilde-
brandt et al., 2011a; Franke et al., 2010a). Nur 3 Gelbhalsmäuse (3,2%) waren mit A. pha-
gocytophilum-positiven Larven infestiert. Alle untersuchten Zecken von Rötelmäusen 
waren negativ, so dass die Gesamtinfektionsrate 1,1% (3/273) betrug (Abb. 6, Seite 34). 
Eine Übertragung des Erregers von den Kleinsäugern auf die Larven und damit auch eine 
Reservoirkompetenz der Nager ist denkbar.  
Bei der geringen Infektionsrate ist es nicht ungewöhnlich, dass wir den Erreger in keinem 
der Ohrbioptate nachweisen konnten (Franke, 2010). Eine negative Gewebeprobe bedeutet 
nicht zwangsläufig, dass ein Tier nicht infiziert ist, da Anaplasmosen bei Kleinsäugern 
generell nur von kurzer Dauer sind, so dass eine zeitlich begrenzte Reservoirkompetenz 
besteht (Bown et al., 2003; Beugnet und Marie, 2009). Die Anaplasma-Infektionen der 
kleinsäugerassoziierten Zecken aus Reifenstein traten alle im Sommer auf, was die Vermu-
tung von Beugnet und Marie (2009) stützt, dass Anaplasmen nicht in Kleinsäugern über-
wintern. In xenodiagnostischen Studien mit I. scapularis und der Weißfußmaus (Peromys-
cus leucopus) verhinderte die Immunantwort der Kleinsäuger nach mehrfacher Infektion 
die effiziente Übertragung des Erregers auf sterile Larven. Gleichzeitig erfolgte in dieser 
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Untersuchung erstmals experimentell der Nachweis des co-feeding für A. phagocytophi-
lum, wobei sich signifikant weniger Larven an immunisierten Mäusen als an nicht immuni-
sierten Mäusen infizierten (Levin und Fish, 2000).  
Alle Infektionen unserer Studie traten in Gelbhalsmäusen auf. Untersuchungen aus Groß-
britannien und der Schweiz wiesen im Gegensatz dazu deutlich häufiger Anaplasma-
Infektionen in Rötelmäusen und an Larven nach, die an ihnen parasitierten (Liz et al., 
2000; Bown et al., 2003). Weitere vergleichbare Studien fehlen, so dass die beobachteten 
Unterschiede in der Reservoirkompetenz der Kleinsäugerarten auch aus den jeweiligen 
Habitatbedingungen resultieren können.  
Abb. 5: Saisonales Muster der Infektionen im Zeitzgrund  
Im Zeitzgrund traten in den Untersuchungsjahren 2006 und 2007 verschiedene saisonale Muster der folgenden Infektionen auf: 
Bo - Borrelia spp.; Ba - Babesia spp.; A - A. phagocytophilum; R - Rickettsia spp.; C - Coxiella burnetii 
Borrelia spp.:  unimodaler Infektionsverlauf mit einem Peak im Juli 2006 und Juni 2007 
A. phagocytophilum: unimodaler Infektionsverlauf mit einem Peak im September 2006 und August 2007 
Rickettsia spp.: 2006: unimodaler Infektionsverlauf mit einem Peak im August; 2007: bimodaler Infektionsverlauf mit einem 
Peak im Mai und August 
Babesia spp.: 2006: unimodaler Infektionsverlauf mit einem Peak im Juli/August, für 2007 ist aufgrund der geringen Infek-
tionsrate keine Aussage zur Saisonalität möglich 
Coxiella burnetii: Die geringe Infektionsrate lässt keine Aussagen zur Saisonalität zu. In beiden Untersuchungsjahren traten die 
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3.2 Rickettsia spp.  
Zecken sind gleichzeitig Vektor und Reservoir für Spezies der SFG-Rickettsien, bei denen 
eine transovarielle Übertragung möglich ist (Parola et al., 2005b). Das Wissen über poten-
tielle Reservoirtiere ist relativ gering. Nur Wirte mit einer stark ausgeprägten und persistie-
renden Rickettsiämie können eine Reservoirfunktion übernehmen (Raoult and Roux, 
1997). Erste Berichte über den Nachweis von Rickettsien aus Vögeln stammen aus dem 
Jahr 1969 (Clifford et al., 1969). Bislang ist allerdings nicht gesichert, ob Vögel neben 
ihrer Bedeutung in der Verbreitung der Erreger (Santos-Silvia et al., 2006; Ioannou et al., 
2009) auch ein Reservoir darstellen. Kleinsäuger gelten als Reservoir für R. rickettsii 
(Burgdorfer et al., 1966); für andere SFG-Rickettsien ist die Reservoirkompetenz bislang 
nicht bestätigt.  
Für den molekularbiologischen Nachweis der Erreger eignen sich u.a. das 16S rRNA-Gen, 
das Zitratsynthase-Gen (gltA), verschiedene Oberflächenproteingene (z.B. ompA), die rrl-
rrf intergenic spacer Region und das Rickettsien-spezifische 17 kDa-Protein-kodierende 
Gen htrA (Webb et al., 1990; Regnery et al., 1991; Roux et al., 1997; Marquez et al., 1998; 
Vitorino et al., 2003). Eine erst kürzlich von Boretti et al. (2009) entwickelte Real-Time 
PCR amplifiziert einen Bereich des 23S rRNA-Gens der in Deutschland am häufigsten ver-
tretenen Spezies R. helvetica (Hartelt et al., 2004; Wölfel et al., 2006) und könnte sich in 
der Diagnostik der humanen Rickettsiose durch diesen Erreger als hilfreich erweisen. Wir 
amplifizierten in unseren Untersuchungen ein 340 bp großes Fragment des gltA-Gens nach 
dem Protokoll von Nilsson et al. (1999). Eine Bestätigung positiver PCR-Ergebnisse er-
folgte in einem Restriktionsverdau mit dem Enzym SspI bzw. in der Sequenzierung. Die 
beiden Spezies R. helvetica und R. monacensis waren sicher von anderen SFG-Rickettsien 
abgrenzbar. Viele positive Amplifikate ordneten wir allerdings lediglich dem Genus 
Rickettsia zu, da sich die geringen genetischen Unterschiede im amplifizierten Zielgen 
nicht für eine differenziertere Speziesunterscheidung eignen (Hildebrandt et al., 2010b, c; 
2011a).  
Wirtssuchende Zecken 
Rickettsien sind ähnlich wie Anaplasmen in Europa und auch innerhalb Deutschlands sehr 
heterogen verteilt. In Freilandzecken ist eine Prävalenz von 0% bis 38,5% beschrieben 
(Hartelt et al., 2004; Wölfel et al., 2006; Bertolotti et al., 2006; Barandika et al., 2008; 
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Blaschitz et al., 2008a; Stańczak et al., 2009; Kantsø et al., 2010; Halos et al., 2010, Reye 
et al., 2010). In einem Gebiet in den Niederlanden trat über einen Zeitraum von 9 Jahren 
eine ungewöhnlich hohe R. helvetica-Infektionsrate von 66% auf (Sprong et al., 2009). 
Koinfektionen verschiedener Rickettsienspezies sind ebenfalls möglich (Milhano et al., 
2010).  
Wir erhoben mit unseren Untersuchungen im Zeitzgrund (Hildebrandt et al., 2010b) und in 
Reifenstein (Hildebrandt et al., 2011a; Franke et al., 2010a) die ersten epidemiologischen 
Daten zur Prävalenz von SFG-Rickettsien für Thüringen. Im Zeitzgrund waren bei einer 
Infektionsrate von 14,7% (147/1000) signifikant häufiger Adulte (18,8%) als Nymphen 
(9,3%, p=0,002) infiziert. Innerhalb beider Untersuchungsjahre schwankte die Nachweisra-
te zwischen 10,1% (2007: 50/494) und 19,2% (2006: 97/506). Im Jahr 2006 zeigte sich ein 
unimodaler Infektionsverlauf mit einem Peak im August; 2007 war eine bimodale Saisona-
lität mit einem Peak im Mai und August zu beobachten (Abb. 5, Seite 23). In anderen Stu-
dien gibt es kaum Hinweise auf Unterschiede der Infektionsraten im jahreszeitlichen 
Verlauf oder zwischen verschiedenen Jahren. Lediglich in den Niederlanden ist eine im 
Verlauf von 9 Jahren relativ konstante Infektionsrate beschrieben (Sprong et al., 2009).  
In Reifenstein waren 4,1% (8/196) der untersuchten Freilandzecken mit SFG-Rickettsien 
infiziert. In diesem Gebiet fanden wir einen höheren Anteil positiver Nymphen (6/162) im 
Vergleich zu Adulten (2/34). Dieser Unterschied war allerdings aufgrund der geringen 
Infektionsrate nicht signifikant (p>0,05). Silaghi et al. (2008b) beschreiben Prävalenz-
unterschiede in den verschiedenen Entwicklungsstadien mit signifikant häufigerem Nach-
weis von Rickettsien in adulten Zecken. Im Gegensatz dazu ist der Erreger in anderen 
Studien in Larven, Nymphen und adulten Zecken in gleicher Häufigkeit zu finden (Sprong 
et al., 2009; Reye et al., 2010). In beiden Untersuchungsgebieten dominierte R. helvetica 
(Abb. 6, Seite 34). Diese Spezies ist in Deutschland in 3,5-12% der Freilandzecken die 
häufigste und oftmals auch einzige detektierte SFG-Rickettsienspezies, gefolgt von 
R. massiliae in 1,7% und R. monacensis in 0,5-0,6% (Hartelt et al., 2004; Wölfel et al., 
2006; Pichon et al., 2006; Silaghi et al., 2008b; Dobler und Wölfel, 2009).  
Vogelassoziierte Zecken 
Zum Vorkommen von SFG-Rickettsien in vogelassoziierten Zecken existieren nur be-
grenzt Daten, die zumeist auf der Untersuchung anderer Zeckenarten als I. ricinus beruhen 
(Clifford et al., 1969; Spitalska et al., 2006; Santos-Silva et al., 2006; Ioannou et al. 2009; 
Prävalenz verschiedener emerging pathogens 
26 
 
Graham et al., 2010). Aktuelle Untersuchungen aus an Zugvögeln parasitierenden I. ricinus 
Zecken weisen Infektionsraten von 11,3% (108/957) in Schweden und 15,1% (19/126) in 
Russland auf (Elving et al., 2010; Movila et al., 2011).  
Mit unseren Ergebnissen tragen wir erste Daten dieser Art für Mitteleuropa bei. Von den 
380 untersuchten Zecken der Greifswalder Oie (Hildebrandt et al., 2010c; Franke et al., 
2010c) und Reifenstein (Hildebrandt et al., 2011a; Franke et al., 2010a) waren insgesamt 
18 mit dem Erreger infiziert (4,7%). Die 5 positiven Larven und 13 Nymphen parasitierten 
an 13 Vögeln 5 verschiedener Vogelarten (Turdus merula, Parus major, Turdus iliacus, 
Erithacus rubecula und Turdus philomelos). Es waren 4,2% der Larven (5/119) und 5,0% 
(13/260) der Nymphen infiziert. Ein deutlicher Unterschied der Infektionsrate in den Ent-
wicklungsstadien ist bei Elving et al. (2010) zu finden. Hier war Rickettsien-spezifische 
DNA in 6,8% (36/529) der Larven und 16,6% (68/409) der Nymphen nachweisbar. Im 
Gegensatz dazu traten in der Studie von Movila et al. (2011) nur parasitierende Nymphen 
auf, jedoch keine Larven. Vermutlich besitzen einige Vogelarten zumindest für eine Perio-
de der Migration eine Wirtsspezifität für I. ricinus Nymphen (Hanincovà et al., 2003a; 
Skotarczak et al., 2006).  
Die Zecken der Greifswalder Oie (7,3%; 14/191) waren signifikant häufiger infiziert als 
Zecken aus Reifenstein (2,1%; 4/189; p=0,011). Generell scheinen v.a. Vögel der Gattung 
Turdus eine Bedeutung im Transmissionszyklus des Erregers zu haben. Alle 4 Rickettsien-
Infektionen in Reifenstein traten im Frühjahr in Zecken auf, die an Amseln parasitierten. 
Diese Vögel haben vermutlich die Erreger aus ihren Überwinterungsgebieten mitgebracht, 
wobei Amseln nur Teilzieher sind. Wir fanden die Spezies R. monacensis häufiger als 
R. helvetica, viele Amplifikate waren allerdings nur dem Genus Rickettsia zuzuordnen 
(Abb. 6, Seite 34). In anderen Studien dominiert R. helvetica, seltener ist R. monacensis zu 
finden. Auch die in Afrika beheimatete Amblyomma tholloni-assoziierten Spezies 
Rickettsia sp. strain Davousti, Rickettsia japonica und Rickettsia heilongjiangensis sind in 
Ixodes Zecken nachweisbar (Elfving et al., 2010; Movila et al., 2011). Interessanterweise 
fanden wir im Frühjahr auf der Greifswalder Oie besonders häufig R. monacensis – Verur-
sacher des Mittelmeerfleckfiebers – in Zecken von Vogelarten, die diese Insel als Rastplatz 
auf ihrem Zug aus verschiedenen Regionen Süd- und Südwesteuropas nach Norden nutzen.  
Drei Vögel waren mit mehreren Rickettsien-infizierten Zecken infestiert. An einer Amsel 
saugten zwei R. monacensis und eine R. helvetica-infizierte Nymphe; eine Kohlmeise und 
ein Rotkehlchen trugen jeweils eine Rickettsia spp.-positive Larve und Nymphe. Bei die-
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sen Zecken ist nicht auszuschließen, dass sie die Infektion über co-feeding erworben ha-
ben. Für einige der Rickettsienspezies, u.a. auch für R. helvetica, ist eine transovarielle 
Übertragung beschrieben (Parola et al., 2005b), so dass infizierte Larven nicht eindeutig 
einen Rückschluss auf die Reservoirkompetenz zulassen (Raoult und Roux, 1997). Unsere 
Ergebnisse stehen im Einklang mit anderen Studien, die eine wichtige Rolle von Zugvö-
geln in der Verbreitung von SFG-Rickettsien sehen (Ioannou et al., 2009; Elfving et al., 
2010; Movila et al., 2011). Zugvögel tragen auch Spezies nach Mittel- und Nordeuropa, 
die dort ursprünglich nicht vorkommen. 
Kleinsäugerassoziierte Zecken 
Die Rolle von Kleinsäugern im Transmissionszyklus von SFG-Rickettsien ist bislang in 
nur wenigen Studien untersucht. Zhan et al. (2009) fanden eine Positivitätsrate von 9,1% 
(64/705) im Milzgewebe verschiedener Kleinnager. Alle Sequenzen ergaben die Zugehö-
rigkeit zu R. sibirica, dem Verursacher des nordasiatischen oder sibirischen Zeckenbissfie-
bers. Die vorherrschende Zeckenspezies in Asien ist allerdings nicht I. ricinus. Stattdessen 
sind dort mehrere Spezies nebeneinander vertreten: I. persulcatus, Dermacentor silvarum, 
Haemaphysalis concinna, H. longicornis und H. warburconi (Zhan et al., 2009). Eine ak-
tuelle Studie aus Polen identifizierte R. helvetica als einzige Rickettsienspezies in 2,1% der 
kleinsäugerassoziierten Larven und 8% der Nymphen (Stańczak et al., 2009). In Deutsch-
land ist in einer aktuellen Studie der Nachweis von R. felis und R. helvetica in verschiede-
nen Kleinnagerspezies beschrieben (Schex et al., 2011), während R. helvetica in einer 
anderen deutschen Studie in keinem der untersuchten Kleinsäuger nachweisbar war 
(Hartelt et al., 2008).  
Mit unseren Untersuchungen in Reifenstein stellen wir erstmals Daten über das Vorkom-
men von Rickettsia spp. in kleinsäugerassoziierten Zecken für Deutschland zur Verfügung 
(Hildebrandt et al., 2011a; Franke et al., 2010a). Wir fanden SFG-Rickettsien in 5 parasi-
tierenden I. ricinus Larven (1,9%; 5/258). Somit trugen 3% (5/166) der Kleinsäuger (4 
Gelbhalsmäuse, 1 Rötelmaus) Rickettsia-positive Larven. In der Sequenzierung konnten 
wir 4 Proben der Spezies R. helvetica zuordnen (Abb. 6, Seite 34). In den wenigen unter-
suchten kleinsäugerassoziierten Nymphen (n=13) und adulten Zecken (n=1) fanden wir 
keine Rickettsien-spezifische DNA. Aufgrund der Möglichkeit der transovariellen Über-
tragung einiger Spezies, wie sie u.a. auch bei R. helvetica stattfindet, sind die positiven 
Larven kein Beweis für eine Reservoirkompetenz der Nager. Verschiedene Studien be-
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schreiben den Nachweis Erreger-spezifischer DNA in Blut sowie in Milz-, Leber- und 
Ohrbioptaten (Zhan et al., 2009; Stańczak et al., 2009; Schex et al., 2011). Die von uns 
untersuchten Ohrbioptate waren indes in der PCR alle negativ, was aus der sehr unter-
schiedlichen Dauer der Bakteriämie resultieren kann. Eine definitive Aussage über die 
Reservoirkompetenz erfordert xenodiagnostische Tests mit rickettsiämischen Kleinsäugern 
und sterilen Larven. 
3.3 Babesia spp.  
Ixodes ricinus ist in Europa als Vektor für die Übertragung pathogener Babesienspezies auf 
den Menschen von besonderer Bedeutung. Die meisten zoonotischen Spezies des sehr um-
fangreichen B. microti-Komplexes haben ihr Reservoir in Kleinnagern der Gattung 
Microtus (Goethert und Telford, 2003). Für B. divergens sind überwiegend Rinder Reser-
voirtiere. Babesia divergens-ähnliche Spezies, wie B. venatorum (EU1), kommen zusätz-
lich auch in Rehwild vor (Zintl et al., 2003; Bonnet et al., 2007).  
Neben der Mikroskopie ist die PCR eine wichtige Methode in der Diagnostik der intra-
erythrozytären Parasiten. Häufig verwendete PCR-Targets sind das 18S rRNA-Gen, das 
ITS1-5,8S-ITS2-Gen (ITS steht für internal transcribed spacer), das Hitzeschockprotein 
70-Gen und das 28S rRNA-Gen (Persing et al., 1992; Armstrong et al., 1998; Blaschitz et 
al., 2008b). In den letzten Jahren unterscheiden europäische Studien immer häufiger neben 
B. microti und B. divergens auch die B. divergens-ähnliche Spezies EU1 (Casati et al., 
2006; Bonnet et al., 2007; Wielinga et al., 2009; Reye et al., 2010). Es ist allerdings noch 
in der Diskussion, ob Babesia sp. EU1 tatsächlich als neue Spezies zu betrachten ist. Mor-
phologische Kriterien, die serologische Kreuzreaktivität (Herwaldt et al., 2003), die Vek-
toridentität (Bonnet et al., 2009; Becker et al., 2009) und das Wirtsspektrum sind bei B. 
divergens und Babesia sp. EU1 identisch. Babesia sp. EU1 unterscheidet sich bislang le-
diglich in 31 Basenpaaren im 18S rRNA-Gen und kann im Gegensatz zu B. divergens im 
Experiment die mongolische Rennmaus (Meriones unguiculatus) nicht infizieren (Her-
waldt et al., 2003).  
Wir amplifizierten in unseren Untersuchungen einen 284 bp großen Abschnitt des 
18S rRNA-Gens nach dem Protokoll von Hartelt et al. (2004). In der Sequenzanalyse war 
die Unterscheidung der beiden Spezieskomplexe B. microti und B. divergens möglich 
(Hildebrandt et al., 2010a, c; 2011a). Der gewählte Genabschnitt eignete sich allerdings 
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nicht zur Differenzierung von B. divergens und Babesia sp. EU1, da beide Spezies in die-
sem Bereich identisch sind. 
Wirtssuchende Zecken 
In Europa reicht die Prävalenz von Babesia spp. in Freilandzecken von 0,9% bis 20% 
(Skotarczak und Cichocka, 2001; Hartelt et al., 2004; Halos et al., 2005; Casati et al., 2006; 
Piccolin et al., 2006; Wielinga et al., 2009; Reye et al., 2010; Lempereur et al., 2011). Eine 
österreichische Arbeitsgruppe berichtet sogar über eine Infektionsrate von 51% bzw. re-
gional bis 100% und sieht in der Zeckendichte im Untersuchungsgebiet den entscheiden-
den Faktor dafür (Blaschitz et al., 2008b). In Deutschland ist eine Babesien-Prävalenz von 
1% in wirtssuchenden Zecken beschrieben (Hunfeld et al., 2002; Hartelt et al., 2004).  
Wir wiesen mit unserer Arbeit diese Erregergruppe erstmals in Thüringen nach. Dabei 
betrug die Infektionsrate 5,0% (50/1000) im Zeitzgrund (Hildebrandt et al., 2010a) und 
10,7% (21/196) in Reifenstein (Hildebrandt et al., 2011a; Franke et al., 2010a). Interessan-
terweise war im Zeitzgrund die Infektionsrate adulter Zecken (7,4%) signifikant höher als 
in Nymphen (1,9%, p<0,0001), während wir den Erreger in Reifenstein signifikant häufi-
ger in Nymphen (12,3%) als in Adulten (2,9%, p=0,01) nachweisen konnten. In der Litera-
tur lassen sich sehr unterschiedliche Verteilungsmuster der Infektionsrate in den ver-
schiedenen Entwicklungsstadien finden. Blaschitz et al. (2008b) berichten über ein lokales 
Vorkommen des Erregers und einen Anstieg der Prävalenz mit zunehmender geographi-
scher Höhe. Dabei sind Larven, Nymphen und beide Geschlechter adulter Zecken in glei-
cher Häufigkeit infiziert. Im Gegensatz dazu war in Stettin (Polen) eine Infektionszunahme 
im Laufe der Entwicklung zu beobachten. Babesien-spezifische DNA war in dieser Unter-
suchung in 2,1% der Larven, 11,1% der Nymphen und 20,3% der adulten Zecken nach-
weisbar (Skotarczak und Cichocka, 2001). Andere Studien bestätigen ebenfalls eine höhere 
Infektionsrate in adulten Zecken als in Nymphen. Cottè et al. (2010) und Reye et al. (2010) 
beobachteten demgegenüber ein umgekehrtes Verhältnis, d.h. einen höheren Anteil infi-
zierter Nymphen.  
Wir fanden im Zeitzgrund deutliche Unterschiede der Prävalenz zwischen den beiden 
Untersuchungsjahren 2006 (7,9%) und 2007 (2,0%). Die Verteilung der Infektionen im 
Jahresverlauf war im Jahr 2006 unimodal mit einem Peak im Hochsommer (Juli/August). 
Für 2007 ist eine Aussage zur Saisonalität aufgrund der geringen Infektionsrate nicht mög-
lich (Abb. 5, Seite 23). Foppa et al. (2002) beschreiben ebenfalls Schwankungen der Prä-
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valenz innerhalb verschiedener Untersuchungsjahre in Abhängigkeit von der jeweiligen 
Zeckendichte. Lediglich eine aktuelle Studie betrachtet den zeitlichen Verlauf der Infek-
tionen innerhalb eines Jahres. Dabei trat ähnlich zu unseren Ergebnissen ein unimodales 
Muster mit einem Peak im September auf (Reye et al., 2010).  
Im Zeitzgrund war die Spezies B. microti (28/50) etwas häufiger vertreten als B. divergens 
(20/50). Für 2 Amplifikate war nur die Zuordnung zum Genus Babesia möglich. In Reifen-
stein waren B. microti (10/21) und B. divergens (11/21) in nahezu gleicher Häufigkeiten 
nachweisbar (Abb. 6, Seite 34). Die Speziesdifferenzierung verschiedener Untersuchungen 
lässt sich nur schwer miteinander vergleichen, da die PCR je nach gewähltem Target nur 
bestimmte Spezies erfasst. In den meisten europäischen Studien dominieren B. divergens 
oder Babesia sp EU1 (Hartelt et al., 2004; Blaschitz et al., 2008b; Cieniuch et al., 2009; 
Wielinga et al., 2009; Reye et al., 2010; Lempereur et al., 2011); vereinzelt überwiegt 
allerdings auch B. microti (Skotarczak und Cichocka, 2001).  
Vogelassoziierte Zecken 
Vögel sind mit einem breiten Spektrum aviärer Babesien infiziert (Peirce, 2000; 2005). 
Das Vorkommen von B. microti und B. divergens in vogelassoziierten Zecken ist bislang 
allerdings kaum untersucht. Die vorliegende Arbeit weist erstmals humanpathogene Ba-
besien in vogelassoziierten Zecken nach. Wir fanden auf der Greifswalder Oie (Hilde-
brandt et al., 2010c; Franke et al., 2010c) und in Reifenstein (Hildebrandt et al., 2011a; 
Franke et al., 2010a) in insgesamt 34 von 380 untersuchten, an Vögeln parasitierenden 
Zecken (8,9%) Babesien-spezifische DNA. Die infizierten 14 Larven und 20 Nymphen 
befanden sich an 24 Vögeln 6 verschiedener Arten (Turdus merula, Pyrrhula pyrrhula, 
Prunella modularis, Parus major, Erithacus rubecula und Acrocephalus palustris).  
Amseln zeigten eine besonders hohe Infestation mit positiven Zecken (34,3%, p=0,003). 
Betrachtet man die Entwicklungsstadien, waren signifikant mehr Larven (14,2%) als Nym-
phen (6,5%, p=0,011) positiv. Babesia divergens (21/34) war häufiger vertreten als 
B. microti (12/34) (Abb. 6, Seite 34). Die beiden Spezieskomplexe verteilten sich relativ 
gleichmäßig auf die Entwicklungsstadien: so waren 6 Larven und 6 Nymphen mit 
B. microti infiziert bzw. 8 Larven und 13 Nymphen mit B. divergens. An einigen Vögeln 
fanden wir mehrere positive parasitierende Zecken. So trug eine Amsel 2 B. divergens-
positive Larven, 1 B. divergens-positive Nymphe und 1 B. microti-positive Larve. Eine 
Amsel war mit 3 B. divergens-positiven Larven infestiert.  
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Vögel aus Reifenstein (13,2%) waren signifikant häufiger mit Babesien-positiven Zecken 
infestiert als Vögel der Greifswalder Oie (4,7%, p=0,008). Während in Reifenstein ein sehr 
breites Spektrum von Säugetierwirten zu finden ist, kommen auf der Greifswalder Oie nur 
Schafe und Siebenschläfer als potentielle Wirte vor. Es ist daher zu vermuten, dass Vögel 
einen Großteil der infizierten Zecken der Greifswalder Oie aus anderen Regionen Deutsch-
lands oder Europas mitgebracht haben.  
Die infizierten Larven können den Erreger transovariell oder durch co-feeding erworben 
haben. Co-feeding ist jedoch für Babesien bislang noch nicht als möglicher Übertragungs-
weg beschrieben. Aufgrund des komplexen Entwicklungszyklus der Parasiten ist dieser 
Transmissionsweg als unwahrscheinlich anzusehen. Babesia divergens infizierte Larven 
haben den Erreger nicht zwingend von ihrem Wirt aufgenommen, da diese Spezies trans-
ovariell übertragbar ist (Uilenberg, 2006; Bonnet et al., 2007). Für den Spezieskomplex 
B. microti ist eine transovarielle Übertragung nach derzeitigem Kenntnisstand nicht mög-
lich (Homer et al., 2000; Gray und Weiss, 2008). Es existieren allerdings nur 3 Untersu-
chungen dazu, von denen 2 mehr als 20 Jahre zurückliegen (Walter und Weber, 1981; 
Spielman et al., 1984; Gray et al., 2002). Neue experimentelle Untersuchungen unter Ein-
beziehung des Aspektes, dass es sich bei B. microti um einen Komplex vieler Spezies han-
delt, sollten die Möglichkeit einer transovariellen Übertragung erneut beleuchten. Die von 
uns detektierten B. microti-positiven Larven können den Erreger während des Saugens von 
dem entsprechenden Vogel oder, bei unterbrochener Blutmahlzeit, von einem vorherigen 
Wirt aufgenommen haben.  
In einer polnischen Studie untersuchten Skotarczak et al. (2006) 442 vogelassoziierte 
I. ricinus Zecken, in denen kein Nachweis Babesien-spezifischer DNA gelang. Die Auto-
ren verwendeten in der PCR ebenfalls das 18S rRNA-Gen, allerdings amplifizierten sie ein 
sehr großes Fragment von 1650 bp. Das negative Ergebnis könnte daher auch Resultat 
einer geringen Sensitivität der PCR-Methode sein. Im Anschluss an unsere Arbeit (Hilde-
brandt et al., 2010c) ist inzwischen eine weitere Studie aus Russland publiziert, in der 2 
von 126 (1,6%) der untersuchten vogelassoziierten I. ricinus Nymphen mit Babesia 
sp. EU1 infiziert waren (Movila et al., 2011). Zusammenfassend ist die Aussage möglich, 
dass Vögel eine wichtige Rolle in der Verbreitung der B. microti und B. divergens-Spezies-
komplexe einnehmen. Die positiven B. microti Larven lassen eine Reservoirkompetenz der 
Vögel für diese Erreger vermuten, die Bestätigung erfordert allerdings xenodiagnostische 
Untersuchungen. 




Der Nachweis Erreger-spezifischer DNA in verschiedenen Kleinsäugerspezies stützt die 
Annahme, dass Kleinsäuger ein Reservoir v.a. für B. microti darstellen (Siński et al., 
2006b; Hunfeld et al., 2008). Nach experimenteller Infektion der Nager mit B. microti lässt 
sich eine Parasitämie für 4-6 Wochen im Giemsa-gefärbten Blutausstrich und sogar für 3-4 
Monate in der PCR verfolgen. Unter Verwendung einer nested PCR ist eine persistierende 
Infektion oftmals während der gesamtem Lebenszeit einer Maus nachweisbar (Welc-
Falęciak et al., 2007). Es gibt bislang allerdings kaum Studien über das Vorkommen von 
Babesien in Zecken, die an Kleinsäugern parasitieren.  
In unserer Arbeit führen wir den Nachweis von B. microti und erstmals von B. divergens in 
kleinsäugerassoziierten Zecken: in Reifenstein waren 18 von 273 (6,6%) untersuchten 
parasitierenden Zecken (14 Larven, 4 Nymphen) positiv (Hildebrandt et al., 2011a; Franke 
et al., 2010a). Damit ist dies der in unserer Studie am häufigsten nachgewiesene Erreger in 
nagerassoziierten Zecken (zum Vergleich: Borrelien: 2,6%, Anaplasmen: 1,1%, Rickett-
sien: 1,8%, Francisella tularensis: 1,5%) (Abb. 6, Seite 34). Unter den 17 mit positiven 
Zecken infestierten Kleinsäugern (10,2%) waren 8 Gelbhalsmäuse (5,4%) und 9 Rötelmäu-
se (8,4%). Betrachtet man den jahreszeitlichen Verlauf der Infektionsrate, lässt sich ein 
Anstieg positiver Zecken vom Frühjahr (3,4%) zum Sommer (10,1%) beobachten. Ein 
Grund dafür könnte – ähnlich wie bei den Borrelien (Talleklint und Jaensos, 1995) – in 
einer höheren Mortalität infizierter Nager in den Wintermonaten liegen. Hinzu kommt, 
dass die Zecken in der kalten Jahreszeit weniger aktiv sind, so dass eine niedrigere In-
fektionswahrscheinlichkeit besteht (Gray et al., 2009). Zwei weitere Studien beschreiben 
ebenfalls eine jahreszeitliche Variation der B. microti-Infektionen in Kleinnagern mit ei-
nem Anstieg der Infektionsrate im Sommer (Krampitz, 1979; Bown et al., 2008).  
Babesia microti (10/18) und B. divergens (7/18) traten in unseren Untersuchungen etwa 
gleich häufig auf (Abb. 6, Seite 34). Alle B. divergens- und 7 von 10 B. microti-positiven 
Zecken waren Larven; eine Gelbhalsmaus war mit 2 B. divergens-positiven Larven in-
festiert. Wir konnten in keinem der untersuchten Ohrbioptate Erreger-spezifische DNA 
nachweisen. Babesien sind typische intraerythrozytäre Parasiten, so dass Blut oder Gewebe 
für den Nachweis in der Regel besser geeignet sind.  
Lediglich eine polnische Studie berichtet von einer B. microti-Infektion in 11,9%-35,4% 
der untersuchten Kleinsäuger sowie in parasitierenden I. ricinus  Larven (3,4%) und Nym-
phen (4,8%). Exemplarisch sequenzierte PCR-Fragmente waren identisch mit dem zoonot-
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ischen Stamm B. microti Gray (Acc.-Nr. AY693840) (Welc-Falęciak et al., 2008) und da-
mit auch mit dem Stamm Jena (Acc.-Nr. EF413181), der Verursacher der ersten gesicher-
ten autochthonen humanen B. microti-Infektion in Europa war (Hildebrandt et al., 2007).  
Weitere vergleichbare Studien zu Babesien-Infektionen in kleinsäugerassoziierten Zecken 
fehlen, so dass sich unsere Ergebnisse nur mit direkten Untersuchungen verschiedener 
Kleinsäugerspezies in Verbindung bringen lassen. In Osteuropa untersuchten Siński et al. 
(2006b) Blut von Kleinssäugern und fanden B. microti-Infektionen in weniger als 1% der 
untersuchten Gelbhalsmäuse (Apodemus flavicollis), 12,8% der Feldmäuse (Microtus 
arvalis) und 42% der nordischen Wühlmäuse (Microtus oeconomus). Die Sequenzierung 
der positiven Amplifikate ergab eine Übereinstimmung mit dem nicht zoonotischen Stamm 
München (Acc.-Nr. AB071177). Eine deutsche Studie untersuchte Lungengewebe ver-
schiedener Mäusearten und bestätigte die obigen Ergebnisse: Babesien-spezifische DNA 
war ausschließlich in der Familie Arvicolidae (Vertreter sind z.B. Myotes glareolus, 
Microtus arvalis und Microtus agrestis), nicht aber in der Familie Muridae (Vertreter sind 
z.B. Apodemus flavicollis und Apodemus sylvaticus) zu finden (Hartelt et al., 2008).  
Die Vermutung, dass v.a. Wühlmäuse, nicht jedoch Langschwanzmäuse wie Apodemus 
flavicollis Reservoire für B. microti sind (Siński et al., 2006b), konnten wir in unseren 
Untersuchungen nicht bestätigen. Eine Arbeitsgruppe aus Slowenien berichtet von einer 
annähernd gleichmäßigen Verteilung der B. microti-Infektionen in Gelbhalsmäusen 
(11,8%) und Rötelmäusen (Duh et al., 2001); der kroatischen Arbeitsgruppe von Beck et 
al. (2011) gelang es sogar, den Erreger im Milzgewebe von Gelbhalsmäusen (16,2%) häu-
figer nachzuweisen als in Rötelmäusen (6%). Zwei der insgesamt 8 positiven Amplifikate 
waren ähnlich wie bei Siński et al. (2006b) dem nicht zoonotischen Stamm München 
(Acc.-Nr. AB071177) zuzuordnen. Die restlichen 6 Sequenzen stimmten mit dem zoono-
tischen Stamm Gray (Acc.-Nr. AY693840), d.h. auch mit dem Isolat Jena (Acc.-Nr. 
EF413181) überein. In unseren Untersuchungen lassen die 6 B. microti-positiven klein-
säugerassoziierten Larven eine Reservoirkompetenz der Nager vermuten. Für B. divergens 
ist eine transovarielle Übertragung möglich, so dass die 8 infizierten Larven den Erreger 
nicht während der Blutmahlzeit vom Wirt aufgenommen haben müssen. Eine abschließen-
de Aussage zur Reservoirkompetenz der Kleinsäuger für den B. divergens Spezieskomplex 
erfordert xenodiagnostische Untersuchungen.  
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Abb. 6: Prävalenz der emerging pathogens A. phagocytophilum, Rickettsia spp. und Babesia spp. in wirtssuchenden und parastie-
renden I. ricinus Zecken  
 
Herkunft der Zecken:  A - vogelassoziierte Zecken der Gebiete Greifswalder Oie (G) und Reifenstein (R);  
 B - kleinsäugerassoziierte Zecken des Gebietes Reifenstein (R);  
 C - Freilandzecken der Gebiete Ilmtal (I), Zeitzgrund (Z) und Reifenstein (R) 
Die dieser Abbildung zugrunde liegenden Daten sind den Publikationen Hildebrandt et al, 2003, 2010a, b, c; 2011a; Franke et al., 2010a, 
c zu entnehmen. 
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3.4 Bedeutung der besprochenen emerging pathogens in Europa  
3.4.1 Humane granulozytäre Anaplasmose  
Zahlreiche Nachweise belegen, dass A. phagocytophilum, SFG-Rickettsien und Babesia 
spp. in Europa in Zecken und verschiedenen potentiellen Reservoirtieren verbreitet sind. 
Serologische Studien bestätigen zusätzlich das Vorkommen der Pathogene beim Men-
schen. Allerdings sind verhältnismäßig wenige Fälle humaner granulozytärer Anaplasmo-
se, SFG-Rickettsiose und Babesiose dokumentiert. 
Die mittlere Seroprävalenz für A. phagocytophilum beträgt in Europa 6,2% (Dumler et al., 
2005) mit starken regionalen Unterschieden; eine Seropositivität bis zu 28% ist in Schwe-
den dokumentiert (Ljunggren et al., 2010). Die Wahrscheinlichkeit der Serokonversion 
steigt mit dem Alter und der Intensität der Zeckenexposition (Chochlakis et al., 2009).  
In Deutschland sind in 2 serologischen Studien Hinweise darauf zu finden, dass der Erre-
ger hier ebenfalls in der Bevölkerung zirkuliert. Bei Waldarbeitern mit erhöhter Zeckenex-
position betrug die Seroprävalenz 14%, bei LB-Patienten 11,4% und 1,9% bei Blut-
spendern (Fingerle et al., 1997). Eine prospektive Studie an asymptomatischen Soldaten 
berichtet von einer Serokonversionsrate mit spezifischem IgG von 6,4% pro Jahr und einer 
ähnlichen Rekonversionsrate (negatives IgG bei zuvor positivem Wert) von 6,6% (Woess-
ner et al., 2001).  
Im Gegensatz zu wesentlich häufigerem Auftreten humanpathogener Fälle in den USA 
sind in Europa gegenwärtig nur etwa 70 humane Fälle von HGA beschrieben; die Mehrheit 
stammt aus Zentraleuropa (Slovenia: Petrovec et al., 1997). In den Niederlanden, Spanien, 
Schweden, Norwegen, Kroatien, Polen, Österreich, Italien und Frankreich sind bislang 
lediglich wenige Einzelfälle nachgewiesen (Doudier et al., 2010). Die Ursachen für die 
geringe dokumentierte Erkrankungszahl sind vielfältig. Viele Infektionen verlaufen beson-
ders mild oder werden aufgrund unzureichender Bekanntheit des Erregers sowie mangeln-
der diagnostischer Möglichkeiten nicht erkannt.  
Die von uns molekularbiologisch charakterisierten Isolate aus dem Ilmtal (Acc.-Nr. 
AJ313513; AJ312941; AJ31 3512; AJ312939; AJ312940; AJ312942; AJ313511) zeigten 
genetische Unterschiede, deren Bedeutung noch weitgehend unklar ist (Hildebrandt et al., 
2002). Eine veränderte Pathogenität von A. phagocytophilum in Europa könnte ebenfalls 
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für die geringe Anzahl klinischer HGA-Fälle eine Rolle spielen. Bedeutsam dafür ist u.a. 
das ank-Gen (ank steht für Ankyrin repeats). Dieses Gen weist eine hohe Konservierung 
auf, es existieren allerdings 3 verschiedene Klassen: je eine im Nordosten der USA, im 
hohen mittleren Westen der USA und in Europa. Das kodierte AnkA-Protein beeinflusst 
vermutlich die Genexpression der Wirtszelle. Die genaue Funktion des Proteins für die 
Erreger ist indes noch unklar. Zur Diskussion stehen gegenwärtig die Beeinflussung der 
Kommunikation mit der Wirtszelle über Ankyrine und die Regulation der Wirtszell-
Transkription proinflammatorischer Zytokine (Caturegli et al., 2000; Massung et al., 
2000). 
3.4.2 Humane Rickettsiose  
Die Seroprävalenz von SFG-Rickettsien ist nur vereinzelt aus dänischen, französischen, 
italienischen, deutschen und schwedischen Studien bekannt, in denen die Seropositivität 
der untersuchten Personengruppen bis 12,5% erreicht (Fournier et al., 2000; Nielsen et al., 
2004; Cinco et al., 2006; Jansen et al., 2008; Elfving et al., 2008). Die Humanpathogenität 
von R. helvetica ist seit 1999 gesichert, nachdem der Nachweis spezifischer DNA in Pa-
tienten mit Perimyokarditis, in den Granulomen von Sarkoidosepatienten, in akut fiebrigen 
Patienten mit Eschars und in Aortenklappen gelang (Brouqui et al., 2007). Rickettsia 
monacensis konnte von Patienten aus Spanien mit Fieber, Kopfschmerzen, generalisiertem 
Ausschlag, Eschars oder Gelenkschmerzen isoliert werden (Jado et al., 2007).  
In Deutschland existieren nur sehr wenige Hinweise auf autochthone oder importierte Rik-
kettsiosen. In einer Untersuchung am Institut für Mikrobiologie der Bundeswehr in Mün-
chen waren bei 8 von 164 Reisenden (4,9 %) mit fieberhaften Infektionen nach Rückkehr 
aus den Tropen serologische Hinweise für eine akute Infektion mit SFG-Rickettsien zu 
finden (Dobler und Wölfel, 2009). Eine Studie aus Süddeutschland wies in 9,1% (26/286) 
der untersuchten Jäger Antikörper gegen SFG-Rickettsien nach, so dass diese Erregergrup-
pe vermutlich in Deutschland endemisch ist und zu autochthonen Infektionen führen kann 
(Jansen et al., 2008). Der Beweis einer durch SFG-Rickettsien verursachenden Erkrankung 
ist jedoch erst geführt, wenn der aus Patientenmaterial isolierte Erreger die Koch’schen 
Postulate erfüllt. Diese Postulate dienen dazu, den ätiologischen Zusammenhang einer 
Infektion mit einer auslösenden Erkrankung zu bewerten (Tab. 2).  
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Tab. 2: Koch’sche Postulate für den Beweis der Infektionsätiologie einer Krankheit  
Die ursprünglichen Postulate sind für verschiedene Erreger und die dafür zur Verfügung stehenden Untersuchungsmethoden in abge-
wandelter Form zu finden (Lipkin et al., 2010). 
3.4.3 Humane Babesiose  
Die bislang einzige umfangreiche Babesien-Seroprävalenzstudie stammt aus Deutschland. 
Darin wiesen 1,7% gesunder Blutspender und bis zu 11,4% Zecken exponierter Personen 
Antikörper gegen den Erreger auf (Hunfeld et al., 2002). Personen mit häufigen Aktivitä-
ten im Freien haben durchschnittlich mehrere Zeckenstiche pro Jahr. Die Merzahl der Be-
troffenen bemerkt eine Zeckeninfestation jedoch nicht (Wilske et al., 2000). Den über-
wiegenden Teil bisher aufgetretener humaner Babesiosen in Europa verursachte die 
Spezies B. divergens (Hunfeld et al., 2008). In 3 Fällen war Babesia sp. EU1 sicher als 
Krankheitsauslöser identifizierbar (Herwaldt et al., 2003; Häselbarth et al., 2007). Ein Be-
richt einer möglichen humanen B. microti-Infektion aus der Schweiz (Meer-Scherrer et al., 
2004) ist umstritten, da die Titer im Immunofluoreszenztest sehr niedrig waren, die mi-
kroskopisch sichtbaren intraerythrozytären Einschlüsse wie Thrombozyten erschienen, 
zum Zeitpunkt der vermeintlichen Parasitämie die PCR negativ war und keine Bestätigung 
eines zu einem späteren Zeitpunkt erhaltenen PCR-Produktes erfolgte (Gray, 2006).  
Die in Jena im Jahr 2007 dokumentierte B. microti-Infektion einer immunsupprimierten 
Patientin mit akuter myeloischer Leukämie als Grunderkrankung ist der bislang erste und 
einzige gesicherte autochthone Fall in Europa (Hildebrandt et al., 2007). Das mikroskopi-
sche Bild zeigte eindeutige malariaähnliche intraerythrozytäre Einschlüsse (Abb. 7); inter-
essanterweise war die PCR im gesamten Zeitraum der Parasitämie positiv, während ein 
serologischer Nachweis erst bei bereits wieder negativer Mikroskopie gelang (Tab. 3). 
Dieses dokumentiert anschaulich, dass eine Antikörperproduktion erst nach Elimininierung 
parasitärer DNA aus dem peripheren Blut nachweisbar war. Die Sequenz des positiven 
Amplifikates (Acc.-Nr. EF413181) zeigte eine 100%-ige Übereinstimmung mit dem zoo-
notischen Isolat Gray (Acc.-Nr. AY693840), das auch in anderen Ländern Europas in 
Koch’sche Postulate 
1. Beim Erkrankten muss sich der Erreger regelmäßig nachweisen lassen, nicht jedoch beim Gesunden.  
2. Der Erreger muss sich vermehren und in Reinkultur isolieren lassen. 
3. Die Infektion eines geeigneten Versuchstieres mit dem Erreger muss typische Symptome der Krankheit hervorrufen.  
4. Der Erreger ist erneut im erkrankten Tier nachweisbar und identisch mit dem ursprünglich isolierten infektiösen Agens. 
Prävalenz verschiedener emerging pathogens 
38 
 
Zeit (in Wochen) Parasitämiea PCRb Serologiec
stationäre Aufnahme 4,50% positiv negativ
1 3,40% positiv negativ
3 0,60% positiv negativ
4 0,15% positiv negativ
6 0% negativ IgG 1:128
B A 
5 μm 
I. ricinus Zecken vorkommt (Siński et al., 2006b; Beck et al., 2011). Die Patientin erhielt 
Bluttransfusionen, an denen insgesamt 44 Spender beteiligt waren. In der Rückstellprobe 
eines Spenders ohne Auslandsanamnese fanden wir einen grenzwertig reaktiven IFT-Titer 
von 1:32 für Babesia microti-spezifisches IgG. Die Patientin hatte den Erreger daher mit 
großer Wahrscheinlichkeit über diese infizierte Blutkonserve erworben. Die Umstände, 
dass es sich um eine Patientin mit eingeschränkter Mobilität handelte, die sich nicht in der 
Natur aufhielt und dass die Infektion in den Wintermonaten mit niedriger Zeckenaktivität 
erfolgte, unterstreichen diese Schlussfolgerung. 
Abb. 7: Babesia microti-Infektion: Giemsa-gefärbter Blutausstrich  
Die Pfeile markieren charakteristische Ringformen (Trophozoiten) der im Durchmesser 1-2,5 μm großen Parasiten. Erythrozyten können 
einfach (A) und auch mehrfach (B) infiziert sein.  
Tab. 3: Babesia microti-Infektion: Verlauf der Parasitämie, PCR und Serologie  
a  Mikroskopisch sichtbare parasitierte Erythrozyten im Verhältnis zu nicht parasitierten Erythrozyten im Giemsa-gefärbten Blutaus-
strich  
b  Babesien-spezifische PCR mit dem 18S rRNA-Gen als Target  
c  Serologische Testung auf spezifische IgG- und IgM-Antikörper mit einem indirekten Immunfluoreszenztest (IFT) für Babesia microti 
und Babesia divergens 
 
Transfusionen serologisch positiver, aber klinisch unauffälliger Spender sind eine bekannte 
Übertragungsquelle für Babesien-Infektionen. Zwischen 1979 und 2006 traten mehr als 70 
dokumentierte Fälle in den USA auf, in denen eine Übertragung von B. microti über Blut-
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produkte nachweisbar war. In den letzten Jahren wurden jährlich etwa 10 Fälle in Amerika 
registriert (Gubernot et al., 2009). Die tatsächliche Anzahl dürfte jedoch höher liegen, da 
die Erkrankung landesweit nicht einheitlich meldepflichtig ist. Bisher existieren keine 
standardisierten Screeningtests oder Verfahren zur Inaktivierung der Parasiten (Leiby, 
2006), so dass die Gefahr einer transfusionsassoziierten Erkrankung immunsupprimierter 
Patienten auch in Europa besteht. In Deutschland traten die ersten beiden humanpathoge-
nen Erkrankungen in Regionen auf, in denen zuvor keine Informationen über das Vor-
kommen der Erreger in Freilandzecken vorlagen (Hildebrandt et al., 2008). Das Risiko, die 
Infektion über einen Zeckenstich oder eine Bluttransfusion zu bekommen, ist in den mei-
sten Regionen Europas nicht bekannt oder wird unterschätzt. Neben einer systematischen 
Untersuchung zum Vorkommen des Erregers in Zecken verschiedener Regionen ist eine 
Sensibilisierung für diese Erkrankung und die Entwicklung verlässlicher diagnostischer 
Tests dringend zu fordern.  
3.5 Selten in Ixodes ricinus Zecken nachgewiesene emerging pathogens  
3.5.1 Coxiella burnetii  
Coxiella burnetii ist vorwiegend in Dermacentor spp. zu finden (Maurin und Raoult, 
1999). Vereinzelte Nachweise in I. ricinus stammen aus Österreich (Rehàcek et al., 1994; 
Stanek 2009), Deutschland (Hellenbrand et al., 2001), der Slowakei und Ungarn (Rehàcek 
und Brezina, 1973; Špitalskà und Kocianovà, 2003; Smetanovà et al, 2006). In anderen 
Studien war C. burnetii in keiner der untersuchten I. ricinus Zecken nachweisbar (Burgdor-
fer et al., 1979; Rehàcek et al., 1993; Reye et al., 2010). In Deutschland fiel bereits 1977 
eine Übereinstimmung der geographischen Verbreitung von Dermacentor marginatus mit 
den Q-Fieberinfektionen beim Menschen in vielen Teilen Süddeutschlands auf (Liebisch, 
1977; Hellenbrand et al., 2001; Hartelt et al., 2008). Vereinzelt gelang der Nachweis von 
C. burnetii in I. ricinus Zecken in Baden-Württemberg (Hengel et al., 1950), Nordrhein-
Westfalen (Schaaf, 1961), Hessen (Thoms, 1996) und Thüringen (Kramer, 1990). Rinder 
und Schafe, seltener auch Rot- und Schwarzwild sowie Wildschweine verschiedener Re-
gionen Thüringens sind als seropositiv identifiziert (Kramer, 1991; Lange und Klaus, 
1992).  
In den letzten beiden großen Q-Fieber-Ausbrüchen in Deutschland, in Jena und Soest, er-
folgte eine Infektion des Menschen durch direkten oder indirekten Kontakt mit infizierten 
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Tieren (v.a. Schafen). In beiden Regionen kommt D. marginatus nicht vor, so dass I. rici-
nus vermutlich eine Vektorrolle eingenommen hat. In unseren Untersuchungen waren das 
Transposase Element IS1111 und das Isocitratdehydrogenase-Gen (icd) Target einer 
TaqMan-basierten Real-Time PCR nach dem Protokoll von Klee et al. (2006). Eine Serien-
verdünnung von Plasmiden mit geklonten icd Fragmenten ermöglichte eine Quanti-
fizierung der Erreger (Hildebrandt et al., 2011b).  
Im Zeitzgrund waren überraschenderweise 19 von 1 000 I. ricinus Zecken mit C. burnetii 
infiziert (10 Nymphen, 9 Adulte). Die Infektionen traten gleichmäßig innerhalb der Unter-
suchungsjahre 2006 und 2007 ohne ein erkennbares saisonales Muster auf (Abb. 5, Seite 
23). Innerhalb der Zecken findet eine Vermehrung und Virulenzsteigerung der Erreger 
statt. In D. marginatus beträgt die Erregerkonzentration im Durchschnitt 107 GE (geno-
misches Äquivalent), mit dem Kot scheiden die Zecken sogar bis zu 1012 Erreger/g aus 
(Liebisch, 1977; Nassal, 1982; Schliesser, 1991; Klee et al., 2006). Wir fanden in allen 
positiven I. ricinus Zecken einen annähernd konstanten Wert von 4x105 GE pro Zecke, so 
dass eine Konzentration des Bakteriums von ca. 107/g Kot denkbar ist. Diese Annahme 
stützt die Aussage, dass I. ricinus weniger gut als Vektor und Reservoir für dieses Bakte-
rium geeignet ist als D. marginatus.  
Bisher existieren keine Daten zu möglichen Koinfektionen von C. burnetii mit anderen 
zeckenassoziierten Pathogenen in I. ricinus Zecken. In unserer Arbeit berichten wir erst-
mals über die Koexistenz eines sehr breiten Spektrums anderer Erreger: in 10 Coxiella-
positiven Zecken fanden wir zusätzlich Borrelia afzelii (2 Nymphen), Borrelia garinii 
OspA-Typ 6 (1 adultes Männchen), Borrelia garinii OspA-Typ 7 (1 adultes Männchen), 
Borrelia burgdorferi (2 Nymphen), Borrelia valaisiana (1 adultes Männchen), Babesia 
microti (1 adultes Weibchen), Borrelia garinii OspA-Typ 6/Borrelia burgdorferi (1 Nym-
phe) und Borrelia burgdorferi/Rickettsia helvetica (1 Nymphe). Dieses Ergebnis lässt ver-
muten, dass bei Menschen, die engen Kontakt zu infizierten Zecken und Tieren haben, die 
Gefahr von Koinfektionen mit C. burnetii und anderen zeckenassoziierten Pathogenen 
besteht. 
3.5.2 Francisella tularensis  
Gelegentlich ist Francisella tularensis in I. ricinus Zecken in Tschechien und der Slowakei 
(Hubálek et al., 1990), der Schweiz (Wicki et al., 2000), Serbien (Milutinovic et al., 2008) 
und Österreich (Stanek, 2009) zu finden. Wir konnten in unseren Untersuchungen den Er-
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reger erstmals in wirtssuchenden und parasitierenden I. ricinus Zecken in Deutschland 
nachweisen. Target einer TaqMan basierten Real-Time PCR waren das 17 kDa Lipopro-
tein-Gen tul4 und das Insertionselement ISFtu2 in den Untersuchungen aus Reifenstein 
(Franke et al., 2010a) nach dem Protokoll von Versage et al. (2003) bzw. ein Abschnitt des 
16S rRNA-Gens in den Untersuchungen im Zeitzgrund (Hildebrandt et al., 2011c) entspre-
chend dem Protokoll von Kaysser et al. (2008).  
In Reifenstein fanden wir F. tularensis in 3 Freilandzecken (1,5%, 3/192), 2 vogelasso-
ziierten Zecken (1,1%, 2/180) und 4 kleinsäugerassoziierten Zecken (1,5%, 4/264). Inter-
essanterweise trug 1 Gelbhalsmaus 3 infizierte Larven (Franke et al., 2010a). In den 
Zecken aus dem Zeitzgrund war der Erreger demgegenüber nicht nachweisbar (Hilde-
brandt et al., 2011c). In der Slowakei und in Tschechien sind in endemischen Regionen bis 
zu 10% der Zecken infiziert; allerdings handelt es sich hierbei zumeist um D. reticularis 
und nicht um I. ricinus (Gurycova et al., 2001). In einer bisher unpublizierten Studie (per-
sönliche Kommunikation mit Dr. W. Splettstößer, München) war in keiner der untersuch-
ten 2000 Zecken aus verschiedenen Regionen Deutschlands F. tularensis nachweisbar, was 
unsere negativen Ergebnisse im Zeitzgrund bestätigt und die Annahme stützt, dass der 
Erreger eine fokale Verbreitung aufweist (Kaysser et al., 2008).  
Vögel können eine Rolle in der Verbreitung von F. tularensis spielen. Raubvögel, Raben-
vögel und Möwen sind in der Regel resistent gegenüber Tularämieinfektionen (außer bei 
starker Immunsuppression), scheiden den Erreger allerdings über den Kot aus (Mörner und 
Mattson, 1988). In einer Studie aus Deutschland wurden 386 Kleinsäuger und 432 Ektopa-
rasiten mittels PCR auf F. tularensis-spezifische DNA untersucht. Dabei war der Erreger 
in 4,9% der Gewebeproben (Leber, Milz) von Rötelmäusen (Myodes glareolus), Ost-
schermäusen (Arvicola terrestris), Feldmäusen (Microtus agrestis), Erdmäusen (Microtus 
arvalis) und Gelbhalsmäusen (Apodemus flavicollis) nachweisbar, jedoch nicht in Ektopa-
rasiten (Zecken, Flöhe). Der fehlende Nachweis von Antikörpern in den Kleinsäugern 
spricht dafür, dass die Infektion meist letal ist und Nager daher als Reservoir wenig geeig-
net sind (Kaysser et al., 2008).  
Die Bedeutung der transovariellen Übertragung für die Verbreitung des Erregers ist unklar, 
auch wenn dieser Transmissionsweg experimentell möglich ist (Hopla, 1953). Ixodes rici-
nus kann bis zu 107 infizierte F. tularensis-Zellen nach einer Blutmahlzeit an einer termi-
nal erkrankten Maus enthalten. Eine hohe Positivitätsrate nach mehr als einem Monat und 
eine transstadielle Übertragung des Erregers innerhalb der Zecke sind für einen 
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Zeitraumvon mehr als 1 Jahr nach der Infektion bestätigt (V rosteková, 1994). Aufgrund 
des lokal begrenzten Auftretens von F. tularensis ist die Konzentration auf Regionen in 
Deutschland, in denen Tularämie-Fälle regelmäßig oder sporadisch auftreten, ein neuer 
Ansatz zur Untersuchung möglicher Vektoren und Reservoirtiere. 
3.5.3 Bartonella spp.  
Bartonella spp. war nicht Bestandteil unserer Untersuchungen. Einige Studien berichten 
über den Nachweis des Erregers dieses Genus in Ixodes spp. (Halos et al., 2005; Hercík et 
al., 2007; Podsiadly et al., 2009; Cottè et al., 2010; Dietrich et al., 2010; Reye et al., 2010). 
Auch Koinfektionen mit anderen zeckenübertragenen Pathogenen sind beschrieben 
(Adelson et al., 2004; Halos et al., 2005; Holden et al., 2006). Sanogo et al. (2003) identifi-
zierten Bartonella henselae, den Erreger der Katzenkratzkrankheit, in an Menschen parasi-
tierenden I. ricinus Zecken; allerdings trat dabei keine Übertragung auf. Trotzdem die 
Vektorkompetenz von I. ricinus für Bartonella henselae unter den Bedingungen eines 
künstlichen Saugsystems gezeigt werden konnte (Cottè et al., 2008), bedeutet die Anwe-
senheit eines infektiösen Agens bzw. der Nachweis spezifischer DNA nicht gleichzeitig, 
dass eine Übertragung während der Blutmahlzeit auf Tier oder Mensch möglich ist. Nach 
Diskussion der aktuellen Literatur kommen Telford und Wormser (2010) zu dem Ergebnis, 
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Der Nachweis verschiedener Pathogene in nüchternen Nymphen und adulten Zecken weist 
auf eine simultane transstadielle Übertragung der Erreger hin. Mischinfektionen in ungeso-
genen Larven zeigen die Möglichkeit einer simultanen transovariellen Erregerübertragung 
auf (Korenberg, 2004). Koinfektionen des Menschen mit verschiedenen zeckenassoziierten 
Erregern führen häufig zu einer größeren Vielfalt des klinischen Verlaufs, wodurch sich 
sowohl diagnostische als auch therapeutische Herausforderungen ergeben (Benach et al., 
1985; Krause et al., 1992, 1996, 2002; Nadelman et al. 1997; Thomas et al., 2001; Oleson 
et al. 2003, Swanson et al., 2006). Daten zur Prävalenz beruhen in der Regel auf serologi-
schen Studien an Patienten mit nachgewiesener oder vermuteter Borreliose. Im Falle einer 
positiven Serologie für verschiedene Erreger ist allerdings keine Unterscheidung zwischen 
einer simultanen oder sequentiellen Infektion möglich (Swanson et al. 2006).  
Eine aktuelle Studie aus Polen untersuchte Patienten mit einem hohen Zeckenexpositions-
risiko und klinischen (EUCALB, http://www.oeghmp.at/eucalb/) sowie labordiagnostisch 
gesicherten (ELISA, Westernblot und/oder PCR) Hinweisen auf weitere zeckenassoziierte 
Erreger. Eine wesentliche Untersuchung dieser Studie war die Mikroskopie eines Giemsa-
gefärbten Blutausstriches. In unserem Labor konnten wir bei einem der Patienten mit 
granulozytären Einschlüssen in einer spezifischen PCR und anschließender Sequenzierung 
A. phagocytophilum nachweisen. Ein anderes mikroskopisches Bild mit intraerythrozytären 
Ringformen identifizierten wir als erste humane Babesia spp.-Infektion in Polen. Der 
asymptomatische Patient hatte eine niedrige Parasitämie von 0,02%. Die Speziesidentifi-




Ein molekularbiologischer Nachweis dieser beiden Kombinationen Borrelia spp./A. phago-
cytophilum und Borrelia spp./Babesia divergens weist auf die Möglichkeit aktiver Ko-
infektionen hin, und zwar unabhängig davon, ob die Patienten diese Infektionen simultan 
oder sequentiell erworben haben (Welc-Falęciak et al., 2010). 
In der vorliegenden Arbeit fanden wir in allen Untersuchungsgebieten sowohl Borrelien-
Mischinfektionen (Hildebrandt et al., 2003, 2010a; Franke et al., 2010a, b) als auch 
Koinfektionen verschiedener Erreger (Hildebrandt et al., 2003, 2010a, b, c; 2011a, b, c; 
Franke et al., 2010a, c). 
Wirtssuchende Zecken 
In Freilandzecken sind verschiedene Kombinationen von Koinfektionen bekannt:  
• Borrelia spp./A. phagocytophilum (Cinco et al., 1997; Fingerle et al., 1999; 
Skotarczak et al., 2003; Stańczak et al., 2004; Piccolin et al., 2006; Milutinović et 
al., 2008; Menardi et al., 2008; Reye et al., 2010),  
• Borrelia spp./Rickettsia spp. (Reye et al., 2010),  
• Borrelia spp./Babesia spp. (Belongia, 2002; Skotarczak et al., 2003; Stańczak et al., 
2004; Piccolin et al., 2006; Reye et al., 2010) und  
• A. phagocytophilum/Babesia spp. (Stańczak et al., 2004; Reye et al., 2010). 
Koinfektionen mit Babesia spp. sind zumeist nur für die Spezies B. microti bekannt. Die 
einzig beschriebene 3-fach-Infektion in I. ricinus ist die Kombination: 
• Borrelia spp./A. phagocytophilum/Babesia spp. (Skotarczak et al., 2003; Piccolin et 
al., 2006; Wójcik-Fatla et al., 2009; Reye et al., 2010). 
Wir untersuchten ungesogene wirtssuchende Nymphen und adulte Zecken, die im Laufe 
ihrer Entwicklung bereits an 1 bzw. 2 Wirten parasitiert hatten. Mischinfektionen können 
durch einen gemeinsamen Wirt oder durch verschiedene Wirte entstanden sein. Für einige 
Erreger ist zusätzlich der transovarielle Übertragungsweg möglich. Der Anteil der Mehr-
fachinfektionen verschiedener Borrelienspezies betrug in den untersuchten Freilandzecken 
1,3% (4/305) im Ilmtal (Hildebrandt et al., 2003) und 1,4% (14/1000) im Zeitzgrund (Hil-
debrandt et al., 2010a). Es dominierte die Kombination der beiden häufigsten Spezies 
B. garinii/B. burgdorferi. Unter den Koinfektionen verschiedener Erreger war die einzige 




Zecken zu finden (Hildebrandt et al., 2003). In Reifenstein traten Koinfektionen in 1,5% 
(3/196) der Zecken in den folgenden Kombinationen auf:  
• Borrelia burgdorferi/Babesia divergens (1),  
• Rickettsia spp./Babesia divergens (1) und  
• Borrelia valaisiana/Rickettsia spp. (1) (Hildebrandt et al., 2011a; Franke et al., 
2010a).  
Ein wesentlich breiteres Spektrum an Koinfektionen fanden wir im Zeitzgrund. Hier waren 
91 (9,1%) der untersuchten Zecken koinfiziert, signifikant mehr Adulte (12,6%, 72/570) 
als Nymphen (4,4%, 19/430, p=0,001). In den 2-fach Infektionen waren folgende Kombi-
nationen vertreten:  
• Borrelia spp./Rickettsia spp. (30),  
• Borrelia spp./A. phagocytophilum (12),  
• Rickettsia spp./Babesia spp. (12),  
• Borrelia spp./Babesia spp. (10),  
• Borrelia spp./C. burnetii (8),  
• A. phagocytophilum/Rickettsia spp. (5), 
• A. phagocytophilum/Babesia spp. (1) und  
• C. burnetii/Babesia spp. (1).  
Die beschriebene 3-fach-Infektion Borrelia spp./A. phagocytophilum/Babesia spp. trat bei 
unseren Untersuchungen nicht auf. Stattdessen wiesen wir erstmals andere Kombinationen 
aus 3 Erregern nach:  
• Borrelia spp./Rickettsia spp./Babesia spp. (6),  
• Borrelia spp./A. phagocytophilum/Rickettsia spp. (4),  
• A. phagocytophilum/Rickettsia spp./Babesia spp. (1) und  
• Borrelia spp./C. burnetii/Rickettsia spp. (1).  
Die Verteilung der Borrelien- und Babesienspezies in diesen Koinfektionen ist in Ta-




Tab. 4: Verteilung der Borrelien- und Babesienspezies in den Koinfektionen der Freilandzecken aus dem Zeitzgrund  
Bo - Borrelia spp.; A - A. phagocytophilum; R - Rickettsia spp.; Ba - Babesia spp.; C - C. burnetii; ny - nymphs; a - adults 
Borrelia spp.: afz - B. afzelii; bur - B. burgdorferi; gar - B. garinii; bav - B. bavariensis; val - B. valaisiana Subtyp I und II;  
lus - B. lusitaniae 
Babesia spp.: mic - B. microti; div - B. divergens; n.i. - Babesia spp. 
* Vàclav et al. (2011) fanden diese Erreger-Kombination etwa gleichzeitig zu unserer Arbeit in an Eidechsen parasitierenden I. ricinus 
Zecken  
** erstmals in I. ricinus beschriebene Erreger-Kombination 
Die dieser Tabelle zugrunde liegende Daten sind den Publikationen Hildebrandt et al, 2010a, b; 2011b, c zu entnehmen. 
Die Erregerkombinationen aller 91 koinfizierten Zecken unter Berücksichtigung des Entwicklungsstadiums sowie der Borrelien-,  
Rickettsien- und Babesienspezies sind im Anhang in der Originalarbeit 10 zu finden, die zur Publikation eingereicht ist (Hildebrandt et 
al., 2011c, Supplemental Figure S1: OA10 - S. 6). 
Vogelassoziierte Zecken 
Koinfektionen vogelassoziierter Zecken sind bisher kaum bekannt. Eine Studie aus Russ-
land fand in 5 von 8 Anaplasma spp.-infizierten I. ricinus Zecken eine Mischinfektion mit 
Borrelien (Alekseev et al., 2001). Unsere Arbeit weist erstmals ein breites Spektrum an 
Koinfektionen in vogelassoziierten I. ricinus Zecken nach (Hildebrandt et al., 2010c; 
2011a; Franke et al., 2010a, c). In 15,2% (16/105) der positiven Zecken fanden wir mehre-
re Erreger (Abb. 8, Seite 48). Diese Zecken stammten von 11 Vögeln 5 verschiedener Vo-
gelarten (Turdus merula, Turdus iliacus, Erithacus rubecula, Turdus philomelos und Parus 
major). Auf der Greifswalder Oie waren 6 (3,1%) Zecken koinfiziert; d.h. 5% (5/99) der 
Koinfektion      Borrelia  spp.    Babesia  spp.
(Anzahl) afz bu gar bav val lus gar/afz gar/bu mic div n.i.
ny/a ny/a
Bo/A (12) 0/2 2/0 1/4 - 0/1 - 0/1 1/0
Bo/R (30) 0/5 2/3 1/14 - 1/2 0/1 - 0/1
**Bo/C (8) 2/0 2/0 0/2 - 0/1 - - 1/0
*Bo/A/R (4) - 0/1 0/2 - 1 - - -
**Bo/C/R (1) - 1/0 - - - - - -
Bo/Ba (10) 0/2 0/2 0/4 0/1 0/1 - - - 0/4 0/6 -
**Bo/R/Ba (6) 0/1 0/3 0/1 - - - - 0/1 0/6 - -
R/Ba (12) 2/4 1/4 0/1
**C/Ba (1) 0/1 - -
A/Ba (1) - 0/1 -
**A/R/Ba (1) 0/1 - -
A/R (5)




Vögel trugen mehrfach-infizierte Zecken (Hildebrandt et al., 2010c; Franke et al., 2010c). 
In Reifenstein konnten wir in 10 Zecken (5,3%) Mehrfachinfektionen an insgesamt 16,4% 
(10/61) der untersuchten Vögel nachweisen (Hildebrandt et al., 2011a; Franke et al., 
2010a).  
Eine Mischinfektion verschiedener Borrelienspezies trat in 5 Zecken auf. Eine Amsel war 
sogar mit einer Larve infestiert, die eine 3-fach-Kombination der Borrelienspezies 
B. valaisiana Subtyp I, B. garinii OspA-Typ 6 und Typ 8 aufwies (Abb. 8, Seite 48). Dies 
bestätigt die hohe Reservoirkompetenz der Vögel für LB-Erreger, da der untersuchte Vogel 
vermutlich mit allen 3 Spezies infiziert war und diese auf die Larve übertragen konnte. 
Mehr als 1/3 der Amseln trug entweder koinfizierte Zecken oder mehrere mit verschiede-
nen Erregern infizierte Zecken. Auffallend war eine besonders stark infestierte Amsel (11 
Larven, 9 Nymphen), die Kontakt mit allen 4 Erregern hatte. In den 20 parasitierenden 
Zecken dieser Amsel fanden wir folgende Infektionen und Koinfektionen:  
• B. valaisiana Subtyp II (1 Nymphe, 
• A. phagocytophilum (1 Nymphe),  
• R. monacensis (1 Nymphe),  
• R. helvetica (1 Nymphe),  
• A. phagocytophilum/Babesia divergens (1 Larve) und 
• Borrelia bavariensis/R. monacensis (1 Nymphe).  
Bislang gibt es keine vergleichbaren Studien zu Koinfektionen vogelassoziierter Zecken. 
Unsere Ergebnisse zeigen, dass die untersuchten Vogelarten zumindest in der Verbreitung 
einer Vielzahl von Erregern beteiligt sind, die sowohl in verschiedenen nebeneinander 
saugenden Zecken als auch innerhalb einer parasitierenden Zecke in verschiedenen Kombi-
nationen existieren können. 
Kleinsäugerassoziierte Zecken 
Unsere Arbeit beschreibt erstmals Koinfektionen kleinsäugerassoziierter Zecken (Hilde-
brandt et al., 2011a; Franke et al., 2010a). Nur 2 (0,7%) parasitierende Zecken waren 
koinfiziert. Dabei traten die folgenden Kombination auf: A. phagocytophilum/Babesia di-
vergens (in einer Larve, die an einer Gelbhalsmaus saugte) und Borrelia burgdor-




Anaplasma phagocytophilum ist nicht transovariell übertragbar, so dass die koinfizierte 
Larve den Erreger vermutlich von der Maus aufgenommen hatte.  
Unsere Ergebnisse weisen darauf hin, dass Kleinsäuger ein kleineres Spektrum zeckenas-
soziierter Pathogene übertragen als Vögel. Diese Schlußfolgerung steht im Einklang mit 
Untersuchungen aus der Slowakei, die weder in Gewebeproben noch in an Kleinsäugern 
gesogenen Larven Koinfektionen nachwiesen (Spitalska et al., 2008). Štefančikovà et al. 
(2008) konnten in 1,8% der Ohrbioptate von Kleinsäugern Anaplasmen- und Borrelien-
spezifische DNA finden. Die in unserer Arbeit untersuchten Ohrbioptate waren hingegen 
in der PCR alle negativ. In nur wenigen Studien traten in Organen verschiedener 
Nagerspezies 2- oder 3-fach-Infektionen der Erreger Borrelia spp., A. phagocytophilum, 
Rickettsia spp. und F. tularensis auf (Výrosteková et al., 2002; Christova und Gladnishka, 
2005; Zhan et al., 2009). Für die Beurteilung der Bedeutung von Koinfektionen in Klein-
säugern und kleinsäugerassoziierten Zecken sind weitere Studien erforderlich, um mögli-
che Interaktionen verschiedener Erreger und die potentielle Gefahr der Übertragung auf 
den Menschen zu verstehen.  
Abb. 8: Koinfektionen in vogel- und kleinsäugerassoziierten Zecken  
Herkunft der Zecken:  A - vogelassoziierte Zecken der Gebiete Greifswalder Oie und Reifenstein;  
 B - kleinsäugerassoziierte Zecken des Gebietes Reifenstein 
Borrelia spp.:  bu - B. burgdorferi; af - B. afzelii; ba - B. bavariensis; g3, g5, g6 und g8 - B. garinii OspA-Typ 3, 5, 6 und 8; 
vI und II - B. valaisiana Subtyp I und II; n.i. - Borrelia spp. 
Rickettsia spp.:  mon - R. monacensis; hel - R. helvetica; n.i. - Rickettsia spp. 
Babesia spp.:  mic - B. microti; div - B. divergens; n.i. - Babesia spp. 
Die dieser Abbildung zugrunde liegende Daten sind den Publikationen Hildebrandt et al, 2010c; 2011a; Franke et al., 2010a, c zu ent-
nehmen. 
Borrelia spp. A. phagocytophilum Rickettsia spp. Babesia spp.




Jede waagerechte Linie repräsentiert eine koinfizierte Zecke:         Larve;         Nymphe                           
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5. Zusammenfassung und Ausblick  
In wirtssuchenden I. ricinus Zecken ist ein sehr breites Spektrum an Borrelien-Genospezies 
und OspA-Typen zu finden, deren Zirkulation bei der Weiterentwicklung diagnostischer 
Tests und möglicher Impfungen für Europa Berücksichtigung finden sollte. Eine Kombina-
tion verschiedener Oberflächenantigene, sowie eine Immunisierung mit Zecken-spezi-
fischen Proteinen wie einem Speichelprotein oder einem mit den Borrelien inter-
agierendem Protein sind als Targets einer Impfung in der Diskussion (Schuijt et al., 2011).  
Anaplasma phagocytophilum ist ein Erreger mit einer fokalen Verbreitung und noch unkla-
rer Pathogenität in Europa. Innerhalb der SFG-Rickettsien war R. helvetica in Überein-
stimmung mit anderen Untersuchungen aus Deutschland die dominierende Spezies in 
Freilandzecken, wobei R. monacensis, R. felis, R. slovacae und R. massiliae ebenfalls ver-
einzelt auftreten (Dobler und Wölfel, 2009). Die Infektionsrate für Babesia spp. variiert 
lokal sehr stark (Blaschitz et al., 2008b: 51% bis 100%). Babesia microti und B. divergens 
traten in unserer Arbeit gleichermaßen in wirtssuchenden Zecken auf, so dass humane In-
fektionen mit Erregern beider Spezieskomplexe in den Untersuchungsgebieten möglich 
sind. Auch die Unterscheidung der in Europa häufigen B. divergens-ähnlichen Spezies 
B. venatorum (EU1) gewinnt an Bedeutung. Deren Identität als eigene Spezies ist aller-
dings noch nicht abschließend geklärt (Herwaldt et al., 2003; Lempereur et al., 2011). Zu-
dem gelang der Nachweis der selten in I. ricinus vorkommenden Erreger C. burnetii und 
F. tularensis. Die in unseren Untersuchungen erstmals beschriebenen Koinfektionen von 
C. burnetii mit einem breiten Spektrum anderer zeckenübertragener Erreger sowie neuen 
3-fach Kombinationen führt zu der Annahme, dass Erregergruppen in einer noch unbe-
kannten Weise im Transmissionszyklus interagieren.  
Bodenbewohnende Vogelarten tragen aufgrund ihrer verstärkten Zeckenexposition ein 
höheres Infestationsrisiko als z.B. baumbewohnende Spezies oder Seevögel. Der überwie-
gende Anteil der vogelassoziierten Zecken unserer Untersuchungen bestand aus Nymphen 
(68,9%), woraus eine wichtige Rolle der Vögel als Wirt für dieses Zeckenstadium ableitbar 
ist. Selbst bei nicht vorhandener Reservoirkompetenz können verschiedene Vogelarten 
infizierte Zecken über weite Distanzen transportieren und sind daher an der Verbreitung 
zahlreicher Erreger wie Borrelia spp., A. phagocytophilum, SFG-Rickettsien, Babesia spp. 
und auch F. tularensis beteiligt. So gelangen z.B. R. monacensis-infizierte Zecken mit 
Zugvögeln aus dem Mittelmeerraum nach Nordeuropa (Elfving et al., 2010). Der Nachweis 
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der kleinsäugerassoziierten Spezies Borrelia afzelii und Borrelia bavariensis in vogelasso-
ziierten Zecken, darunter auch in Larven, widerspricht der beschriebenen strengen Asso-
ziation der Genospezies mit einem bestimmten Wirtsorganismus (Kurtenbach et al., 1998a, 
2002a).  
Die Vogelarten Zilpzalp, Kohlmeise, Mönchsgrasmücke, Zaunkönig und Heckenbraunelle 
gehören zu den 20 häufigsten Brutvogelarten in Deutschland (Sudfeldt et al., 2008), waren 
aber deutlich seltener mit Zecken infestiert als Drosselarten (Turdus spp.). Unter ihnen 
scheint die Amsel (Turdus merula) eine besondere Rolle im Transmissionszyklus der 
untersuchten Erreger zu spielen. Diese Vogelart war signifikant häufiger mit koinfizierten 
Zecken infestiert; oftmals saugten hier mit verschiedenen Erregern infizierte Zecken an 
einem Wirt.  
Die beiden untersuchten Kleinsäugerarten Apodemus flavicollis und Myodes glareolus 
bilden den Hauptanteil der Kleinsäugerfauna in den Waldgebieten Mitteleuropas (Kotlik et 
al., 2006; Siński et al., 2006a). Kleinsäuger bewegen sich v.a. in der unteren Krautschicht, 
woraus sich die überwiegende Infestation mit I. ricinus Larven erklärt. Ihr Bewegungsra-
dius ist wesentlich geringer als der von Vögeln, weshalb sie auch weniger zur Verbreitung 
von Erregern beitragen. Die relativ hohen Borrelien-Infektionsraten in Kleinsäugern frühe-
rer Untersuchungen, die den IFT als Nachweismethode verwendeten (Humair et al., 1993; 
Gern et al., 1994), lassen sich in Studien mit Einsatz molekularbiologischer Techniken 
nicht reproduzieren (Kurtenbach et al., 1998b). Auch die Borrelien-Prävalenz in klein-
säugerassoziierten Zecken war in Untersuchungen unter Verwendung des IFT höher 
(Humair et al., 1993; Michalik et al., 2003) als in molekularbiologischen Nachweisverfah-
ren (Franke, 2005; Siński et al., 2006a).  
Die in unseren Untersuchungen geringe Infestationsrate der Nager mit Borrelien-infizierten 
Zecken und das enge Spektrum an Genospezies (B. afzelii, B. burgdorferi) stützen die Aus-
sage, dass Kleinsäuger eine geringere Reservoirkompetenz für Borrelien besitzen als bis-
lang angenommen. Für A. phagocytophilum sprechen die beobachtete relativ kurze 
Bakteriämie und verschiedene immunologische Vorgänge dafür, dass nicht alle Klein-
nagerspezies in gleicher Weise als Reservoir geeignet sind (Bown et al., 2003; Beugnet 
und Marie, 2009). Bislang existieren nur wenige Studien zum Vorkommen von SFG-
Rickettsien, Babesia spp. und F. tularensis in kleinsäugerassoziierten Zecken, so dass die 
Bedeutung der Kleinnager im Transmissionszyklus dieser Erregergruppen noch nicht vol-
lends verstanden ist.  
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In den an Vögeln und Kleinsäugern parasitierenden Zecken lässt sich die Möglichkeit von 
co-feeding für viele der Borrelien-, A. phagocytophilum-, und Rickettsien-Infektionen nicht 
ausschließen. Für Babesien ist dieser Übertragungsweg hingegen aufgrund des komplexen 
Entwicklungszyklus des Erregers als unwahrscheinlich einzustufen. Einige Pathogene 
(R. helvetica, Babesia divergens, F. tularensis) sind transovariell übertragbar, so dass infi-
zierte Larven die Infektion nicht zwingend von ihrem Wirt aufgenommen haben. Der 
Nachweis nicht transovariell übertragbarer Erreger (Borrelia spp., A. phagocytophilum, 
Babesia microti) in parasitierenden Larven stützt die Vermutung, dass Vögel oder Klein-
säuger eine entsprechende Reservoirkompetenz besitzen. Um diese These zu bestätigen, 
sind allerdings weitere xenodiagnostische Untersuchungen erforderlich.  
Unsere Arbeit stellt erstmalig die Prävalenz und Koexistenz einer Vielzahl zeckenassozi-
ierter Erreger in wirtssuchenden und parasitierenden I. ricinus Zecken in diesem Umfang 
dar. Sie erweitert den Kenntnisstand über die Bedeutung verschiedener Zeckenwirte im 
Transmissionszyklus der einzelnen Pathogene. Die untersuchten Vogel- und Kleinsäuger-
arten kommen in vielen Teilen Europas vor, so dass ähnliche Ergebnisse auch in anderen 
Regionen zu erwarten sind. Die systematische Untersuchung einer Zeckenpopulation und 
potentieller Erreger-Reservoire eignet sich daher als epidemiologisches Mittel, um die 
Bedeutung eines bestimmten infektiösen Agens und das Risiko der Infektion für den Men-
schen zu evaluieren. Die unvorhersehbaren Klimaveränderungen mit der Erweiterung des 
Verbreitungsgebietes von I. ricinus und anderer Zeckenarten, aber auch ein verändertes 
Freizeitverhalten der Menschen mit häufigem Aufenthalt in der Natur und im Ausland 
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